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3. ZUSAMMENFASSUNG
Die  Kathepsine F und W sind die beiden Vertreter einer erst vor etwa 10 Jahren entdeckten 
Unterfamilie der schon lange bekannten und gut untersuchten Familie der Papain-ähnlichen 
Cysteinproteasen des Menschen. In der Arbeitsgruppe gab es Erfahrungen bei der Herstellung 
und Charakterisierung solcher lysosomaler Proteasen,  so dass die Einbeziehung der neuen 
Unterfamilie naheliegend war. Das Kathepsin-W-Propeptid war bereits erfolgreich exprimiert 
und charakterisiert worden; ich sollte Ähnliches beim Kathepsin F versuchen. Diese Cystein-
protease erschien auch deshalb interessant, weil es im Vergleich zu allen übrigen Familienmit-
gliedern eine außergewöhnlich lange Proregion aufweist, die mit 251 mehr als die doppelte 
Anzahl der sonst in der Proregion vorhandenen Aminosäuren besitzt. Sequenzvergleiche zeig-
ten, dass die N-terminale Verlängerung zu 27 % homolog zum Hühnerei-Cystatin ist, einem 
seit langem bekannten hochaffinen Inhibitor von Cysteinproteasen, der auch aktives Kathep-
sin F hemmt. Die Funktion dieser so genannten Cystatin-ähnlichen Domäne ist völlig unklar, 
denn Prokathepsin F besitzt auch noch die für die Papainfamilie typische „klassische Proregi-
on“, die im Durchschnitt 100 Aminosäuren lang ist und auf Grund ihrer Primärstruktur und 
der  unmittelbaren  kovalenten  Verknüpfung  mit  dem N-Terminus  der  Enzymdomäne  sehr 
wahrscheinlich auch beim Kathepsin F die Substratbindungsstelle abschirmt. Warum hat sich 
in der Evolution ein Enzym mit zwei potentiellen Inhibitoren entwickeln können?
Um Antwort auf diese Frage zu bekommen, war geplant, die Proregion mit und ohne die 
Cystatin-ähnliche Domäne gentechnisch herzustellen und ihre Wechselwirkung mit vollstän-
digem bzw. um die Cystatin-ähnliche Domäne verkürzten Prokathepsin F und mit dem reifen 
Enzym zu untersuchen. Das reife Enzym sollte nicht als solches exprimiert werden, denn zur 
Ausbildung der nativen Konformation ist die Anwesenheit der Proregion erforderlich (so ge-
nannte intramolekulare Chaperonfunktion), sondern durch auto- oder heterokatalytische Pro-
zessierung aus einer der beiden Proformen hergestellt werden. Die heterologe Expression all 
dieser Proteine und Peptide wurde in E. coli durchgeführt; dazu und zur anschließenden Rena-
turierung der Expressionsprodukte gab es Erfahrungen in der Arbeitsgruppe. Auch zur Reini-
gung, Identifikation und Charakterisierung von Polypeptiden und zur Aktivitätsmessung von 
Proteasen waren die  apparative Ausrüstung und das Know-how vorhanden, beispielsweise 
eine FPLC-Anlage mit verschiedenen Säulen, MALDI-ToF, Elektrophoreseapparaturen, fluo-
rogene Substrate und Fluoreszenzreader.                                             
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Schon nach der ersten Versuchsreihe zur Expression der beschrieben Konstrukte wurde 
klar,  dass es Probleme bei der Expression der Cystatin-ähnlichen Domäne gibt.  Nur nach 
Transformation mit den verkürzten Konstrukten kam es zur Akkumulation der Genprodukte in 
bakteriellen Einschlusskörperchen. Die Suche nach seltenen Codons ergab dann tatsächlich 
eine Häufung im N-terminalen Abschnitt, aber auch der Wechsel zu dem speziell zur Lösung 
solcher Codon-Usage Probleme konstruiertem  E.coli-Rosetta-Stamm brachte keinen Erfolg. 
Wegen der zentralen Bedeutung für das Anliegen der Arbeit wurden diese Expressionsversu-
che mehrfach wiederholt. Damit ist es bisher keiner der insgesamt vier Arbeitsgruppen, die 
Prokathepsin F herstellen wollten, gelungen, die vollständige Sequenz als rekombinantes Pro-
tein zu exprimieren, obwohl ganz unterschiedliche Expressionssysteme (Bakterien, Hefen, In-
sektenzellen) verwendet wurden. 
Mit vergleichbarem Aufwand wie die Expression wurde auch die Renaturierung des ver-
kürzten Prokathepsin F versucht, denn nur über diesen Zwischenschritt war reifes Kathepsin F 
zu gewinnen, das zur funktionellen Charakterisierung des erfolgreich hergestellten Propepti-
des benötigt wurde. Dabei gab es zumindest ein Teilergebnis: Ganz offensichtlich benötigt das 
Kathepsin F die Cystatin-ähnliche Domäne als intramolekulares Chaperon. Ihr Fehlen blo-
ckiert die Strukturierung der Enzymdomäne größtenteils auf der Stufe eines Molten-globule-
Intermediates, das allerdings in Gegenwart von Effektoren (Substrate oder Inhibitoren) lang-
sam in die funktionelle Konformation übergeht. Wie bereits von einer anderen Arbeitsgruppe 
publiziert, gelang auch uns die anschließende Prozessierung zum reifen Enzym nicht, weder 
auto- noch heterokatalytisch. Da das Enzym weder gehandelt noch getauscht wird, stand zur 
Charakterisierung der Propeptide kein Kathepsin F zur Verfügung. Die Versuche zur inhibito-
rischen Wirksamkeit beschränkten sich deshalb auf die drei verwandten Kathepsine H, S und 
L.  Nur  mit  Kathepsin L zeigte  sich  inhibitorische  Kreuzreaktivität,  die  mit  einem Ki  von 
ca. 100 nM erheblich ist. Eine proteolytische Zerstörung des Propeptides durch Kathepsin L 
findet nicht statt.
Im Rahmen der Arbeit ist es also gelungen, den zur Proregion vieler Mitglieder der Papain-
Familie homologen Teilbereich aus der Kathepsin-F-Proregion gentechnisch herzustellen und 
funktionell zu untersuchen. Die Tatsache, dass dieses Propeptid die (nach dem Kathepsin W) 
am nächsten verwandte Protease wirksam hemmt, macht es sehr wahrscheinlich, dass es diese 
Funktion auch gegenüber seinem Mutterenzym erfüllt. 
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4. EINLEITUNG
4.1 Die Familie der Cysteinproteasen
Kathepsin F ist ein Vertreter lysosomaler Proteasen. Proteasen sind für die hydrolytische Spal-
tung von Peptidbindungen im intra- und extrazellulären Stoffwechsel verantwortlich. Kathep-
sin ist ein Kunstwort, abgeleitet von den griechischen Wörtern für „verdauen“ und „kochen“, 
und sollte ursprünglich für den Proteinkatabolismus in den Lysosomen zuständige Endopepti-
dasen zusammenfassen. Diese Definition der Kathepsine ist  heute überholt,  beispielsweise 
verbleibt Kathepsin W im endoplasmatischen Retikulum und ist gar nicht enzymatisch aktiv 
(Bühling et al. 2000, Wex et al. 2001), aber es wird traditionell weiter an ihrem Namen fest-
gehalten. Aufgrund seines Cysteinrestes im aktiven Zentrum gehört Kathespin F der Superfa-
milie der Cysteinproteasen an. Diese Gruppe ist heterogen und kann in über 20 Familien, z.B. 
Papainfamilie,  Calpaine,  Streptopaine,  Clostripaine,  Caspasen und virale Cysteinproteasen, 
eingeteilt  werden. Wie die Aufzählung erkennen lässt,  werden Cysteinproteasen sowohl in 
Pro- als auch in Eukaryonten und Viren exprimiert. Es wurden bisher 11 humane Kathepsine 
identifiziert, darunter sowohl Amino- und Carboxy-Exopeptidasen als auch Endopeptidasen. 
Die Endopeptidasen überwiegen eindeutig; die Exopeptidasen haben sich sehr wahrscheinlich 
aus evolutionär älteren Endopeptidasen entwickelt. Neben den schon erwähnten Cysteinpro-
teasen gehören auch Aspartatproteasen (Kathepsin D und E) und Serinproteasen (Kathepsin A 
und G) zu den  Kathepsinen (Bühling et al. 2000).
Die speziellen Aufgaben der Kathepsine und die Stoffwechselprozesse, in die sie eingrei-
fen, sind sehr unterschiedlich. Kathepsin L ist, zusammen mit Kathepsin B, entscheidend am 
unspezifischen Proteinabbau in den Lysosomen beteiligt, aber auch spezifisch in die Antigen-
Präsentation im Thymus involviert (Nakagawa et al. 1998). Kathepsin K kommt vor allem in 
den Osteoklasten vor und spaltet tripelhelikales Kollagen, welches den Knochen und anderen 
Bindegewebsstrukturen die Zugfestigkeit verleiht (Atley et al. 2000). Ein Defekt im Kathep-
sin-K-Gen spielt eine Rolle bei der Entstehung von Skelettdysplasien und bei der Pyknodyso-
stose (Drake et al. 1996, Johnson et al. 1996). Kathepsin S spielt eine entscheidende Rolle für 
das menschliche Immunsystem bei der Präsentation von Fremdantigenen, indem es durch N-
terminale Prozessierung der invarianten Kette, der sogenannten li-chain, des MHC-Klasse-II-
Rezeptorkomplexes die Einlagerung des prozessierten Antigens in die Rezeptortasche mög-
lich macht  (Riese  et al. 1996, Villadangos et al.  1997). Das überwiegende Vorkommen von 
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Kathepsin W in CD8-positiven Zellen und die erhöhte Expression in hämatogenen Progenitor-
zellen lässt ebenfalls Aufgaben im Rahmen der Immunität vermuten, obwohl aktives Enzym 
bisher nicht nachgewiesen werden konnte (Bühling et al. 2000). Dem autosomal-rezessiv ver-
erbten Chédiak-Higashi-Syndrom liegt neben dem Mangel an Elastase auch ein Fehlen von 
Kathepsin G in neutrophilen Granulozyten zu Grunde. Dies führt unter anderem zu einer ver-
minderten  Chemotaxis  und  Bakterizidie  der  neutrophilen  Granulozyten  (Takeuchi  et  al. 
1989). Einige Kathepsine werden in Tumorzellen überexprimiert und als Proenzyme und/oder 
aktive Enzyme sezerniert. Ihre Bedeutung als Tumorgenesefaktor ist aber noch nicht geklärt 
(Mohamed and Sloane 2006).
Die lysosomalen Kathepsine werden als Präproenzyme von Ribosomen am  endoplasmati-
schen Retikulum synthetisiert und gelangen in dessen Lumen, wo sofort die hydrophobe Si-
gnalsequenz abgespalten wird.  Bei der anschließenden Faltung entstehen Proenzyme, die be-
reits ein funktionstüchtiges katalytisches Zentrum haben; dieses ist aber durch die Proregion 
blockiert. Nach der Glykosylierung von Asparaginsäureresten  erfolgt der Weitertransport in 
den Golgiapparat. Hier erfolgt eine Modifikation der Oligosaccharidseitenketten. Als Schlüs-
sel für den Weitertransport vom Golgi-Apparat zu den Lysosomen wurden bei den  Kathepsi-
nen die auch bei anderen lysosomalen Proteinen verbreiteten Mannose-6-Phosphatreste nach-
gewiesen. Es wurden allerdings auch Mannose-6-Phosphat-Rezeptor-unabhängige intrazellu-
läre Anreicherungen der Kathepsine in den Lysosomen, z.B. für das Kathepsin L (McIntyre et  
al. 1993),  beschrieben. Der absinkende pH bei der Reifung der Lysosomen führt durch eine 
pH-abhängige Abspaltung der inhibitorischen Proregion auch zur Reifung, d.h. Aktivierung 
der Kathepsine (Nishimura and Kato 19871, Nishimura and Kato 19872). 
Die Hauptfunktion der Proregionen von Cysteinproteasen ist offensichtlich der Schutz der 
Zellen vor der proteolytischen Aktivität während des Transports zu den Lysosomen. Diese in-
hibitorische Funktion ist bei vielen Kathepsinen schon sehr gut untersucht worden. Das wurde 
dadurch wesentlich erleichtert, dass nicht nur die kovalent mit dem Enzym verbundene Prore-
gion inhibitorisch wirkt, sondern auch das so genannte Propeptid, also ein freies Peptid mit 
der Aminosäuresequenz der Proregion, das sich gentechnisch leicht herstellen lässt. Die inhi-
bitorische Wirkung der Propeptide wurde beispielsweise für die Kathepsine B, H, K, L und S 
nachgewiesen  (Fox et al. 1992, Benedix 2007, Billington  et al. 2000, Guay et al. 2000). In 
diesem Zusammenhang ist  die  Tatsache  interessant,  dass  es  innerhalb  der  Papain-Familie 
recht ähnliche Strukturen der aktiven Enzyme (Coulombe et al. 1996, LaLonde et al.  1999, 
Kaulmann et al. 2006), aber stark unterschiedliche Strukturen der Propeptide gibt. Das legte 
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den Verdacht nahe, dass Proregionen neben der Inhibition der Mutterenzyme noch weitere 
Funktionen erfüllen, die bei den einzelnen Kathepsinen durchaus unterschiedlich sein könn-
ten. Diese wären beispielsweise die Stabilisierung der Proteinstruktur, die Zielsteuerung in 
unterschiedliche Zellkompartimente und nicht zuletzt die Unterstützung der korrekten Faltung 
während der Biosynthese. Letzteres wird als intramolekulare Chaperonfunktion, gelegentlich 
auch als Foldasefunktion, bezeichnet, wobei Proregionen aber im Gegensatz zu den „echten“ 
Chaperonen hochspezifisch für ihr Mutterenzym sind (Fox et al. 1992, Li et al. 1995, Carmo-
na et al. 1996, Cygler and Mort 1997). Für  die bakteriellen Serinproteasen Subtilisin E und α-
lytische Protease gibt es bereits sehr detaillierte Studien zur Faltungskatalyse durch die jewei-
ligen Proregionen mit interessanten strukturellen und energetischen Einzelheiten  (Zhu  et al. 
1989, Sohl  et al. 1998). Bei den Cysteinproteasen stehen derartige Untersuchungen erst am 
Anfang, es gibt aber schon eindeutige Beweise für die Foldasewirkung der Proregionen ge-
genüber den jeweiligen Mutterenzymen,  in vivo für die Kathepsine K, L und S  (Gelb  et al.  
1996, Hou  et al. 1999, Tao  et al. 1994, Kreusch  et al. 2000) und  in vitro für die Kathepsi-
ne L, S und C sowie für die Cysteinprotease von Bombyx morti (Körner 2007, Pietschmann et  
al. 2002, Cigić et. al. 2000, Yamamoto et al. 1999). 
Strukturell zeichnen sich die reifen, aktiven Proteasen der Papain-Familie durch zwei etwa 
gleich große globuläre Domänen aus, die als R und L bezeichnet werden. Zwischen ihnen be-
findet sich die Substratbindungsstelle (Brocklehurst  et al. 1988). Wie alle Cysteinproteasen 
besitzen auch die Mitglieder der Papain-Familie in dieser Substratbindungsstelle ein vollstän-
dig konserviertes katalytisches Zentrum, bestehend aus den Aminosäuren Cystein 259 (25), 
Histidin 431 (159) und Asparagin 451 (175), die sich in der Tertiärstruktur in unmittelbarer 
Nachbarschaft befinden und als katalytische Triade bezeichnet werden. (Die erste Zahl gibt 
die  Aminosäurepositionen im Präprokathepsin F an  (Santamaría  et  al. 1999),  die  Zahl  im 
Klammern die im reifen Papain (Brocklehurst et al. 1987). Die Thiolgruppe des Cysteinylres-
tes wird durch den Imidazolring des Histidin ionisiert (Thiolat-Imidazol-Ionenpaar), so dass 
nukleophile Attacken auf Carbonylkohlenstoffe des Substrates möglich werden. 
Im Gegensatz zu dem eben beschriebenen weitgehend einheitlichen Aufbau der reifen En-
zyme (Coulombe et al. 1996, LaLonde et al. 1999, Kaulmann et al. 2006), unterscheiden sich 
die Primärstrukturen der Proregionen in der Papain-Familie teilweise erheblich. Diese Unter-
schiede ermöglichen eine Einteilung in drei Unterfamilien: Kathepsin-L-ähnliche Proteasen 
besitzen eine ca. 100 Aminosäuren lange Proregion mit den Motiven ERF/WNIN und GNFD 
(Karrer  et al. 1993). Die Proregionen der Kathepsin-B-ähnlichen Proteasen haben lediglich 
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ungefähr 60 Aminosäuren und verfügen nur über das GNFD-Motiv  (Kirschke  et al. 1995). 
Kathepsin F gehört gemeinsam mit dem Kathepsin W, mit dem es 58 % Homologie bezüglich 
der Aminosäuresequenz aufweist, zur dritten Unterfamilie der humanen Papain-ähnlichen Cy-
steinproteasen  (Wex  et  al. 1999).  Sie enthalten  in  der  Proregion  das  ERFNAQ- statt  des 
ERF/WNIN-Motivs. Abb. 1 verdeutlicht die Verwandschaftsbeziehungen der drei Unterfami-
lien.
Abb. 1:  Stammbaum zur Verwandtschaft einiger bekannter Kathepsine der Papainfamilie
Der Stammbaum wurde von Brinkworth und Mitarbeitern berechnet (Brinkworth et al. 2000).  Die Be-
schriftung der Abbildung wurde ins Deutsche übersetzt und vereinfacht. Deutlich sichtbar sind die drei 
Unterfamilien: Kathepsin-B-ähnliche (u.a. Kathepsin B und Kathepsin X), Kathepsin-L-ähnliche (z.B. 
Kathepsin L,  Kathepsin S,  Kathepsin H)  und die  Kathepsin-F-ähnlichen Cysteinproteasen  (Kathep-
sin F und Kathepsin W).
Interessanterweise werden die Kathepsine F und W auf dem Chromosom 11, nah beieinan-
der in der Region q13, kodiert (Santamaría et al. 1999). Neben den Kathepsinen S und K auf 
dem Chromosom 1 sowie den Kathepsinen L und V auf dem Chromosom 9 bilden sie das 
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dritte bisher bekannte Paar von Kathepsinen, die  im menschlichen Genom in unmittelbarer 
Nachbarschaft zueinander kodiert werden (Wex et al. 1999). In direkter Nähe zum Gen des 
Kathepsin F befindet sich auch das Gen für Cystatin M (Stenman et al. 1997). Es wird vermu-
tet, dass die genetische Information des humanen Kathepsin F Produkt einer Genduplikation 
des Kathepsin W sowie des Cystatin M mit anschließender Fusion dieser duplizierten Gene ist 
(Bühling et al. 2000). 
Das Propeptid des Cruzipains, der Haupt-Cysteinprotease von Trypanosoma cruzi, ist ein 
sehr effizienter Inhibitor des humanen Kathepsin F (experimentiert wurde mit der in P. pasto-
ris produzierten unvollständigen Form, wie es von Wang  et al. 1998 beschrieben wurde), 
hemmt jedoch kaum Kathepsin-L-ähnliche Proteasen (Reis et al. 2006). Das passt zur engen 
Verwandtschaft der Cruzipaine und der Kathepsin-F-ähnlichen Cysteinproteasen, wie sie in 
Abb. 1 sichtbar ist. 
4.2  Kathepsin F, ein Vertreter der Cysteinproteasen
Eine  Besonderheit  des  Kathepsin F  liegt  in  seiner  außergewöhnlich  langen  Proregion  mit 
251 Aminosäuren. Eine längere Proregion ist bei den bekannten Cysteinproteasen der Säuge-
tiere noch nicht nachgewiesen worden. Sie kann in drei Abschnitte unterteilt werden. N-termi-
nal befindet sich ein Bereich, der starke Homologie zum Cystatin, einem lange bekannten In-
hibitor von Cysteinproteasen (Turk and Bode 1991), aufweist und folglich als Cystatin-ähnli-
che-Domäne bezeichnet wird. Die Identität mit dem Prototyp, dem Hühnerei-Cystatin, beträgt 
27 %. Die Cystatin-ähnliche-Domäne ist durch ein 50 Aminosäuren langes flexibles Verbin-
dungsstück mit einer zweiten Domäne (95 Aminosäuren) verbunden, die den  Proregionen der 
Kathepsine W (69 % Homologie) und L (47 % Homologie) ähnelt und deshalb nachfolgend 
als „klassische“ Proregion bezeichnet wird. Es ist bemerkenswert, dass bisher keine bekannte 
Cysteinprotease eine Proregion mit zwei Domänen, die das reife Enzym potentiell inhibieren 
können, aufweist. Deshalb wurde vermutet, dass das Kathepsin F in einen Schlüsselprozess 
des Stoffwechsels eingebunden ist, der gut reguliert werden muss (Nägler et al.19991). Neben 
dem Hühnerei-Cystatin sind Cystatin C, Equistatin, L-Kininogen und im geringen Maße Ste-
fin A natürliche Inhibitoren des Kathepsin F (Fonovič  et al.  2004) und anderer Cysteinpro-
teasen (Turk et al. 2001). 
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Humanes Prokathepsin F verfügt über fünf mögliche N-Glykosylierungstellen, zwei in der 
Proregion (141p, 176 p) und drei im reifen Abschnitt (97, 108, 170) (Nägler et al. 19991). Im 
reifen Enzym sind fünf Disulfidbrücken vorhanden; für das Proenzym gibt es aufgrund des-
sen, das seine heterologe Expression bisher noch nicht gelungen ist, keine zuverlässigen An-
gaben. Ein hoch konserviertes 9 Aminosäuren langes Motiv für den Mannose-6-Phosphat-un-
abhängigen Transport in die Lysosomen fehlt dem Kathepsin F ebenso wie den Kathepsinen B, 
X und dem Baculovirus-Kathepsin (Wiederanders et al. 2003). Abb. 2 zeigt ein Modell der 
räumlichen Struktur des reifen Enzyms.
Abb. 2: Modell der räumlichen Struktur des  humanen reifen Kathepsin F
Die Abbildung wurde aus einer Veröffentlichung von Somoza et al. 2002 entnommen. Das reife En-
zym besteht aus einer L-Domäne mit drei α-Helices und einer R-Domäne mit zwei α-Helices und ei-
nem β-Faltblatt. Die Kristallisation erfolgte zusammen mit einem speziell für das Kathepsin F entwi-
ckelten Inhibitor, dessen Struktur sich schwarz gekennzeichnet im aktiven Zentrum befindet.
Kathepsin F wird konstitutiv in fast allen menschlichen Geweben exprimiert. So sind hohe 
Konzentrationen in Herz- und Skelettmuskulatur, im Gehirn, im Hoden und Ovar und mode-
rate Konzentrationen in der Prostata, der Plazenta, der Leber und im Kolon gemessen worden. 
Nicht nachweisbar war diese Protease bisher in Thymozyten und T-Lymphozyten (Wang et al. 
1998). Die hohen Konzentrationen in den Gonaden lassen sich mit Aufgaben im Rahmen der 
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Fertilität in Verbindung bringen (Santamaría et al. 1999). Wie Kathepsin S (Riese et al. 1996, 
Shi  et al. 1999, Villadangos et al. 1999), spielt Kathepsin F wahrscheinlich auch eine Rolle 
bei der Maturation von MHC-Klasse-II-Komplexen, indem es selektiv in Makrophagen die 
Degradation der invarianten Kette in ein Peptid mit  einer Größe von 3 kDa namens CLIP 
(class II-associated invairant chain peptide) katalysieren kann  (Shi  et al. 2000). Kultivierte 
Makrophagen können außerdem aktives Kathepsin F sezernieren, welches Apolipoprotein B-
100 von LDL-Partikeln in der Tunica intima von Blutgefäßen degradiert und somit ihre Ag-
gregation fördert. Tatsächlich finden sich erhöhte Kathepsin-F-Konzentrationen im entzündli-
chen Infiltrat der arteriosklerotischen Plaques (Öörni et al. 2004). Die Sekretion von Kathep-
sin F in den Plaques kann durch Angiotensin II, welches nachweislich zur Enstehung der Ar-
teriosklerose beiträgt, ausgelöst werden (Lindstedt  et al. 2003, Kaakinen  et al.  2007). Ver-
schiedene humane Krebs-Zelllinien überexpremieren und sezernieren Kathepsin F, wie z.B. 
HeLa-Zellen, Melanome, K-562-Zellen, Lungenkrebszellen (Santamaría et al. 1999) und Zer-
vixkarzinomzellen (Vazquez-Ortiz et al. 2005). Dazu passt die Beobachtung, dass in zahlrei-
chen Tumoren die  Region q13 auf dem Chromosom 11 strukturelle  Abberationen aufweist 
(Santamaría  et al. 1999). Auch das Fehlen des aktiven Kathepsin F kann zu Erkrankungen 
führen, z.B. ist bei einigen angeborenen Erkrankungen wie dem Meckel-Syndrom, der Osteo-
petrose sowie der kongenitalen Fibrose der extraokulären Muskulatur die entsprechende Ka-
thepsin-F-Chromosomenregion verändert (Wex  et  al. 1999).  Weiterhin könnte Kathepsin F 
eine Ursache für sich spät manifestierende neurologische Krankheiten sein. So wurde zumin-
dest  in  Kathepsin-F-Knock-out-Mäusen gezeigt,  dass  mit  höherem Lebensalter  der  Mäuse 
eine signifikant höhere neuronale Gliose und Lipofuszinose mit Schwierigkeiten der Koordi-
nation, Tremor und spastischen Bewegungen auftraten (Tang et al. 2006). 
Diese Aufzählung zeigt, dass gegenwärtig und vermutlich auch noch in den nächsten Jahren 
die Aufklärung der physiologischen und pathophysiologischen Bedeutung des Kathepsin F für 
den menschlichen Organismus aussteht, unter anderem auch die Suche nach weiteren in vivo- 
Substraten. Dabei werden Erkenntnisse aus der Grundlagenforschung durchaus nützlich sein, 
nicht zuletzt auch zur funktionellen Bedeutung der ungewöhnlichen Multidomänen-Struktur 
seiner Proregion.
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5. ZIELE DER ARBEIT 
Das humane Kathepsin F ist das bisher einzige bekannte Kathepsin, das eine Proregion mit 
zwei strukturell und vermutlich auch funktionell verschiedenartigen Domänen aufweist: eine 
mit weitgehender Homologie zur Proregion verwandter Proenzyme und zusätzlich N-terminal 
eine so genannte Cystatin-ähnliche Domäne (Nägler et al. 1999). Cystatine sind unspezifische 
hochaffine Inhibitoren von Cysteinproteasen, kommen im Extrazellularraum vor und begren-
zen dort  in vivo deren proteolytische Aktivität zeitlich und räumlich (Keilová  and  Tomášek 
1974, Anastasi  et al. 1983, Abrahamson et al. 1987, Björck  et al. 1989, Mason et al. 1998, 
Bobek and Levine 1992). Diese Fähigkeit  zur Hemmung der enzymatischen Aktivität ist auch 
charakteristisch für  die  Propeptide vieler  bisher  untersuchter  Kathepsine wie Kathepsin B, 
Kathepsin L, Kathepsin S und Kathepsin K (Bühling et al 2000). Die Proregion des Kathep-
sin F verfügt demzufolge über zwei potentiell inhibitorische Domänen für das reife Enzym, 
jedoch gibt es zur funktionellen Bedeutung dieser Redundanz bisher nur Spekulationen. 
Ziel der vorliegenden Arbeit war die gentechnische Herstellung von vier Proteinen mit Teil-
sequenzen des humanen Prokathepsin F in  E. coli:  des Prokathepsin F,  vollständig und als 
verkürzte Form ohne Cystatin-ähnliche Domäne, und der Proregion, ebenfalls in vollständiger 
und verkürzter Form (siehe Schema 1). Durch Renaturierung und Prozessierung zumindest ei-
nes der beiden Zymogene sollte das reife Enzym gewonnen und zu Hemmstudien mit den bei-
den unterschiedlich langen Propeptiden genutzt werden. Auf diese Weise sollten Informatio-
nen zu den funktionellen Eigenschaften der zwei Domänen der Proregion erhalten werden. 
Von anderen Kathepsinen standen die reifen Enzyme (z. B. Kathepsin L) oder die Propeptide 
(z. B. vom Kathepsin W) zur Verfügung. Damit waren noch Messungen der Kreuzreaktivität 
der inhibitorischen Wirkung zwischen Propeptiden und Enzymen geplant, um Informationen 
zu den verwandtschaftlichen Beziehungen auf der funktionellen Ebene innerhalb und zwi-
schen den Unterfamilien der Papain-ähnlichen Cysteinproteasen zu erhalten.  
Schema 1:  Geplante  Expressions-
produkte des Kathepsin F
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6. MATERIALIEN UND METHODEN
6.1 Materialien
6.1.1 Enzyme, Substrate und Antibiotika
In der folgenden Tab. 1 sind sämtliche in dieser Arbeit verwendeten Enzyme, Substrate und 
Antibiotika zusammengestellt.
Tab. 1: Übersicht über verwendete Antibiotika, Substrate, Enzyme und weitere Reagenzien
Restriktionsenzyme Aktivität Hersteller
Nde I 10 U/µl Fermentas
Hind III 10 U/µl Fermentas
Bam H I 10 U/µl Fermentas
Eco R I 10 U/µl Fermentas
weitere Enzyme Aktivtät/Konzentration Hersteller
T4-DNA-Ligase 5 Weiss-Units/µl Fermentas
Taq-DNA-Polymerase 5 U/µl Invitrogen
Pfu-Polymerase 2,5 U/µl Fermentas
Pepsin aus Schweine-
magen
verwendet  als  1  mM Stammlösung in 
1 %  DMSO  und  100 mM  Zitratpuffer 
pH 4.0
Serva
Kathepsin H 3,21 U/µl Athens Research & 
Technology
Kathepsin L 15,24 nM eigene Arbeitsgruppe 
(Kramer et al. 2007 )
Kathepsin S 13,57 nM eigene Arbeitsgruppe 
(Kramer et al. 2007 )
Substrate Spezifikum Hersteller
Z-Phe-Arg-AMC verwendet als 2, 6, 10, 20 und 40 mM 
Stammlösung in  DMSO  
Bachem GmbH
Z-Leu-Arg-AMC verwendet als 10 mM Stammlösung in 
DMSO
Calbiochem/Novabiochem
Z-Val-Val-Arg-AMC verwendet als 40 mM Stammlösung in 
DMSO
Bachem GmbH
H-Arg-AMC verwendet als 10 mM Stammlösung in 
DMSO
Bachem GmbH




weitere Reagenzien Spezifikum Hersteller
IPTG Roth
E64 verwendet als 700 µM Stammlösung in 
H2O
Bachem GmbH
X-Gal verwendet  als  Lösung  (40 mg/ml)  in 
DMF
Eppendorf
Yellow Sub™  PCR-Additiv zur Verbesserung von 
Ausbeute und Spezifität
GENEO GmbH, Hamburg
6.1.2 Medien und Puffer  für molekularbiologische Techniken
Nachstehend aufgeführte Medien wurden zur Kultivierung der E. coli-Stämme verwendet. Sie 
wurden jeweils 20 min bei 120 °C autoklaviert.
LB-Medium: 
                     10 g/l Bactotrypton; 10 g/l NaCl; 5 g/l Hefeextrakt; auf  pH 7.4  eingestellt
LB-Agar: 
                     15 g/l Bacto-Agar; 10 g/l Bactotrypton; 10 g/l NaCl;  5 g/l Hefeextrakt; auf pH  
                     7.2 eingestellt
SOB-Medium:       
                     20 g/l Bactotrypton; 10 g/l NaCl; 5 g/l Hefeextrakt;  auf pH 
                     7.0 eingestellt
SOC-Medium:
                    20 g/l Bactotrypton; 5 g/l Hefeextrakt; 0,5 g/l NaCl; 10 mM  
                    MgCl2; 20 mM Glukose; eingestellt auf pH 7.0
50 x TAE-Puffer: 
                   40 mM Tris-Acetat; 1mM EDTA; pH 8.3
151,6 mM PBS:
                   8 g NaCl; 3,63 g Na2HPO4 x12 H20;  0,24 g KH2PO4; 0,2 g KCl;  auf pH 7.2  
                   eingestellt und mit Aqua dest. auf 1 l Volumen aufgefüllt
Puffer W:
                   100 mM Tris/HCl pH 8.0; 1mM EDTA; 0,02 % NaN3
Materialien und Methoden                                                                                                         13   
Puffer X:
                   100mM Tris/HCl pH 8.0; 1mM EDTA; 1% Triton
10 mM dNTP-Mischung (Boehringer Mannheim):
                   10 mM dATP; 10 mM dCTP; 10 mM dGTP; 10 mM dTTP
10 x PCR-Puffer (Fermentas):
                   800 mM Tris/HCl pH 8.9; 200 mM (NH4)2SO4; 50 mM MgCl2
10 x Puffer für T4-DNA-Ligase (Fermentas):
                   400 mM Tris/HCl; 100 mM MgCl2; 100 mM DTT; 5 mM ATP
Weitere hier nicht aufgeführte Reagenzien sind der Beschreibung der Methoden zugeordnet. 
Alle anderen, in dieser Arbeit  nicht aufgeführten Reagenzien und Materialien stammten von 
verschiedenen Herstellern und hatten mindestens den Reinheitsgrad pro analysi.
6.1.3 Reagenziensätze zur Bearbeitung von DNA
Für die Elution von Agarosegelen wurde der QIAquick Gel Extraction Kit der Firma Qiagen, 
für Plasmidisolierungen der NukleoSpin Plasmid Kit der Firma Macherey-Nagel verwendet. 
Zur Klonierung  kam das System zum TOPO TA Cloning von Invitrogen zum Einsatz. Bei der 
Sequenzierung wurde auf den Thermo Sequenase Primer Cycle Sequencing Kit von Amers-
ham Biosciences oder auf den Advantage Read der SEQLAB Göttingen zurückgegriffen.
6.1.4 Bakterienstämme und Vektoren
6.1.4.1 Klonierungsstamm E. coli TOP10 (Invitrogen)
Dieser E. coli-Stamm wurde für Klonierungen und Subklonierungen des Inserts (sogenanntes 
TOPO/TA-Cloning) und Blau/Weiß-Selektion (mit dem Vektor pCR 2.1-TOPO) verwendet.
6.1.4.2 Expressionsstamm E. coli BL21 (DE3) pLysS (Invitrogen)
Dieser Stamm wurde zur Überexpression der Proteine verwendet. Im Plasmid pLysS ist die 
genetische Information für das T7-Lysozym, welches die T7-RNA-Polymerase inaktiviert und 
eine basale Transkription eines Inserts blockiert, und das Chloramphenicol-Resistenzgen ent-
halten. Der verwendete Expressionsvektor pRSET-B ist durch den T7-Promotor induzierbar. 
Das Gen für die T7-Polymerase ist allerdings nicht im Genom von E. coli enthalten, sondern 
Materialien und Methoden                                                                                                         14   
in dem  lysogenen Phagen λDE3. Das Phagengenom codiert auch einen lac-Repressor, der zu-
nächst die Transkription des Inserts und der T7-Polymerase blockiert. Durch IPTG wird der 
lac-Repressor inaktiviert und die Transkription des Inserts ermöglicht.
6.1.4.3 Expressionsstamm E. coli Rosetta (DE3) pLysS (Novagen)
Es handelt sich um einen speziellen Expressionsstamm, der prinzipiell die gleichen Eigen-
schaften  wie  der  Expressionsstamm E. coli BL21 (DE3) pLysS  besitzt,  jedoch  das  Plas-
mid pLysS RARE trägt, auf dem neben dem T7-Promotor und der Chloramphenicolresistenz 
auch sechs seltene tRNAs kodiert sind. Dadurch ist er in der Lage, die im Zytosol von E. coli 
nur in geringer Konzentration vorhandenen tRNAs für die Bindung der Aminosäuren Arg, Ile, 
Gly, Leu und Pro zu produzieren. 
6.1.4.4 Klonierungsvektor pCR2.1-TOPO (Invitrogen)
Er enthält ca. 3,9 kbp und wurde beim TOPO/TA-Cloning zur Blau/Weiß-Selektion verwen-
det. Die MCS befindet sich im lac-Z-Gen des Vektors. Eine Ansicht zum grundsätzlichen Auf-
bau ist in der folgenden Abb. 3 dargestellt.
Abb. 3:  MCS  und 
Aufbau  des  Vek-
tors pCR2.1-TOPO
Genutzt  wurde  für 
diese  Arbeit  die  Am-
picillinresistenz.  Mit 
den  Primern  wurden 
die  Schnittstellen  für 
Nde I  und  Hind III 
eingeführt  (siehe 
Tab. 2).
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6.1.4.5 Expressionsvektor pRSET-B  (Invitrogen)
Der Vektor steht unter Kontrolle des T7-Promoters, der mit IPTG induzierbar ist. Auch er ent-
hält wie der Vektor pCR2.1-TOPO ein Gen zur Ampicillinresistenz, welches ebenfalls genutzt 
wurde, sowie die Schnittstellen für Hind III und Nde I. Abb. 4 zeigt die MCS des Expressi-
onsvektors.
Abb. 4: MCS des Expressionsvektors pRSET-B




Für  die  Messungen  und  Einstellungen des  pH standen  das  pH-Meter CG 840 
der Firma Schott mit der Mikroglaselektrode SenTix von WTW zur Verfügung.
Es wurde mit verstellbaren Ein- und 12-Kanal-Hubkolbenpipetten von 2,5 µl bis 2500 µl 
(Eppendorf) pipettiert.
Weiterhin wurde mit folgenden Geräten gearbeitet:  Vortex Genie 2 (Scientific Industries), 
Vortexer VF2 (IKA Labortechnik), Mikrowellenherd der Firma AEG, den  Thermostaten RB-
5A (Techne), F10 (Julabo) und E1 (Medingen), dem Thermoblock DB 2A (Techne) und dem 
Thermocycler PTC-100 (MJ Research, Inc), der Waage MC1 (Sartorius), der Centrifuge 5403 
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(Eppendorf) und der Zentrifuge RC-5B (Sorvall), den Tischzentrifugen 5417R (Eppendorf) 
und MC 12V (Sorvall) sowie der Ultrazentrifuge L70  mit Rotor SW 28 (Beckmann).
6.1.5.2 Gentechnische Arbeitsmittel
Kultivierung, Aufschluss der Bakterienzellen und Fraktionierung der Zellbestandteile wurden 
unter Verwendung folgender Geräte durchgeführt: Brutschrank (Heraeus), Schüttel-Inkubator 
3032 (GFL),  Rotary Mixer  (Labinco),  Ultraschall-Desintegrator  Bandelin  Sonoplus  HD70 
(Bandelin Elektronic) und Gradientenmischer (Werkstatt der Medizinisch-theoretischen Insti-
tute).
6.1.5.3 Enzymologische Arbeitsmittel
Die  fluorometrischen  Messungen erfolgten  zum  Teil  an  dem  Luminescence  Spectrome-
ter LS 50 B (Perkin Elmer) unter Verwendung von Quarzglas-Küvetten mit 2 ml Probenvolu-
men und 1x1 cm Schichtdicke (Hellma). Aufgrund des hohen Einsatzes an Volumen werden 
diese Messungen in dieser Arbeit als Makrotests bezeichnet. Meist wurden zur Einsparung 
von Material und Zeit Mikrotests in 96-Well-Platten durchgeführt,  wobei  zur Messung die 
Mikrotiterplattenfluorometer  Spectra  Max  Gemini  (Molecular  Devices)  und Infinite M200 
(Tecan) dienten. Dabei wurden sowohl V-Mikrotiterplatten mit maximal 220 µl Fassungsver-
mögen (Hard-ShellTM  Thin-Wall, weiß,  von der Firma  MJ Research) als auch F-Mikrotiter-
platten für 350 µl Volumen (FIA-Platten, 96 Well, weiß, von Greiner Bio-One) verwendet.
6.2 Methoden
6.2.1 Molekularbiologische Methoden
6.2.1.1 Amplifikation von DNA
Die Amplifikation der Prokathepsin-F-DNA-Sequenzen erfolgte durch PCR unter  Verwen-
dung der Pfu-Polymerase. Das genetische Material wurde von Dorit K. Nägler  zur Verfügung 
gestellt.
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Tab. 2 zeigt die dazu verwendeten  Primer, wobei die Start- (für die sense-Primer) bzw. die 
Stoppcodons (für die antisense-Primer) fett gedruckt sind. Blau ist die Schnittstelle für Nde I, 
grün die für Hind III dargestellt.
Tab. 2: Oligonukleotid-Primer zur PCR-Amplification von Prokathepsin-F-Sequenzen
zugehöriges Protein / 
Peptid
sense-Primer antisense-Primer
Prokathepsin F 5`-GA CAT ATG GCC CCC GCC 
CAG-3`
5’- G GAA GCT TCA GTC 
CAC CAC CG -3’
kurzes Prokathepsin F 5’- TC CAT ATG TTG AAT GAG 
GAT CCC CT -3’ 
5’- G GAA GCT TCA GTC 
CAC CAC CG -3’ 
Propeptid des Kathep-
sin F
5`-GA CAT ATG GCC CCC GCC 
CAG-3`
5’- AGA AGC TTA GAG 
GTC ACC CAC AG -3’
kurzes Propeptid des 
Kathepsin F
5’- TC CAT ATG TTG AAT GAG 
GAT CCC CT -3’
5’- AGA AGC TTA GAG 
GTC ACC CAC AG -3’
Der untenstehenden Tab. 3 sind die Reaktionsansätze der PCR und die Annealingtemperaturen 
zu entnehmen.
Tab. 3: PCR-Bedingungen für die Amplifikation ausgewählter Prokathepsin-F-Sequen-
zen
verkürztes Proenzym verkürztes Propeptid 
 Template- DNA                1    µl (10 ng)               1    µl (10 ng)
 10 mM dNTP-Mischung                1,5 µl               1    µl
Sense-Primer (10 µM)                3    µl               2    µl
Antisense-Primer (10 µM)                3    µl               2    µl
10 x PCR-Puffer mit 20 mM MgSO4                7,5 µl               5    µl
Wasser             58     µl             33,3 µl
Additiv Yellow Sub™                   -               5    µl
Pfu-Polymerase               1     µl               0,7 µl
Gesamtvolumen             75     µl             50    µl
Annealingtemperatur                46 °C               50 °C
Größe              945 bp              302 bp
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Für  beide  DNA-Sequenzen  wurde  derselbe  Programmablauf  im PCR-Cycler  gewählt:  Im 
1.Schritt erfolgte die DNA-Denaturierung über 3 min bei 95°C, danach (Schritt 2) das Anne-
aling für 48 sec und anschließend (Schritt 3) die Elongation über 1 min bei 72 °C. Die  Dena-
turierung der gebildeten Doppelstränge (Schritt  4) erfolgte bei 95 °C über 20 sec.  Die be-
schriebenen Schritte 2–4  wurden 30-mal wiederholt. Die letzte Elongation dauerte 5 min, da-
nach senkte das Programm die Temperatur auf 4 °C.
6.2.1.2 Anfügen von dA-Überhängen
Da die in der PCR verwendete Pfu-Polymerase nur blunt-Ends der DNA-Fragmente produ-
ziert, für die Ligation in den Klonierungsvektor pCR 2.1-TOPO allerdings sticky-Ends benö-
tigt wurden, war es notwendig, jeweils ein dA-Nukleotid an die 3’-Enden der PCR-Produkte 
anzufügen. Dazu wurden folgende Ansätze pipettiert:
      1 µl gereinigtes PCR-Produkt 
0,4 µl 50 mM MgCl2 
0,1 µl Taq-Polymerase  
1 µl 10 x PCR-Puffer 
0,25 µl dATPs (je 10 mM) 
7,25 µl Wasser                       
= 10 µl Gesamtvolumen
Dieser Ansatz inkubierte im Wasserbad bei 72 °C für 15 min.
6.2.1.3 Herstellen der Plasmid-Vektoren und Transformation kompetenter Bakterienzel-
len 
Zur Ligation mit dem Klonierungsvektor pCR 2.1-TOPO wurde untenstehender Ansatz vor-
sichtig gemischt und 5 min bei Raumtemperatur inkubiert; anschließend wurde auf 4 °C abge-
kühlt.      
                 frisches PCR-Produkt: 0,5–4 µl 
                 TOPO-Vector: 1 µl
                 Salzlösung: 1 µl
                 mit Wasser auffüllen auf 6 µl Gesamtvolumen
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Zur Blau/Weiß-Selektion wurden kompetente E. coli TOP 10 mit 100–200 ng DNA des Vek-
tors pCR2.1-TOPO  mittels  Hitzeschock  transformiert  (Sambrook  et  al.  1989).  Nach  30–
60 min Regenerationszeit in LB-Medium ohne weitere Zusätze bei 37 °C wurden die transfor-
mierten Zellen auf LB-Agarplatten mit 64 µg/ml X-Gal ausplattiert.  Die weißen Klone wur-
den nach Inkubation über Nacht gepickt und erneut angeimpft.
Bei der Ligation des Inserts mit dem Expressionsvektor pRSET-B betrug das Stoffmengenver-
hältnis 3/1. Folgender Ansatz wurde in PCR-Tubes pipettiert:
1 µl pRSET-B 
x µl Insert (konzentrationsabhängig) 
            2 µl 10 x Puffer T4-DNA-Ligase 
0,5 µl T4-DNA-Ligase                       
= 20 µl Gesamtvolumen
Die Reaktion erfolgte im  Thermocycler  und begann mit der Ligation bei  22 °C über 1 h. Da-
nach erfolgte die  Denaturierung der T4-DNA-Ligase bei 65 °C über 14 min. Am Ende wurde 
wieder auf 22 °C abgekühlt.
Anschließend wurden 100 µl kompetente E. coli BL 21 (DE3) pLysS-Zellen mit 1–10 ng/µl 
Plasmid für 5–30 min im Eisbad inkubiert. Es erfolgte danach im Wasserbad ein Hitzeschock 
über  45 sec bei  42 °C. Die Mischung wurde wieder  ins  Eisbad gestellt  (2 min),  dann mit 
250 µl SOC-Medium (dieses hatte Raumtemperatur) verdünnt und 60 min im Brutschrank bei 
37 °C und unter Schütteln (250 rpm) inkubiert. Diese Vorkultur wurde auf LAC-Platten aus-
gestrichen, die dann über Nacht im Brutschrank bei 37 °C temperiert wurden.
6.2.1.4 Restriktionsverdau und Größenbestimmung der Spaltstücke 
Die Restriktion der gereinigten Plasmid-DNA erfolgte unter Wahl geeigneter Restriktionsen-
zyme und Puffer. Die eingesetzten Enzyme und die entsprechenden Puffer bei den verschiede-
nen Plasmiden sind in der folgenden Tab. 4 dargestellt.
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Tab. 4: Übersicht über die für diese Arbeit verwendeten Restriktionsenzyme 
E. coli-Stamm Plasmid Restriktionsenzyme Restriktionspuffer
TOP 10 pCR 2.1-TOPO Nde I und Hind III 10 x Puffer  R+ (Fer-
mentas)
TOP 10 pCR 2.1-TOPO Bam H I und Hind III Puffer Y+ Tango (Fer-
mentas)
BL21 (DE3) pLysS pRSET-B Nde I und Hind III 10 x Puffer R+
(Fermentas)
BL21 (DE3) pLysS 
Rosetta 
pRSET-B Nde I und Hind III 10 x Puffer R+
(Fermentas)
0,5–1 µg DNA wurde mit 1/3-Volumen 10 x Puffer und 1/10-Volumen der Restriktionsenzy-
me (10 U/µl) versetzt und inkubierte mindestens 1 h bei 37 °C im Brutschrank. Danach er-
folgte  eine  Agarosegelelektrophorese  unter  Mitführen  einer  ungeschnittenen  Kontrolle  bei 
100 V über 45 bis 60 min.
Zur  Auftrennung  von  DNA-Fragmenten  mittels  Agarosegelelektrophorese  wurden 
1 bis 2 %ige Gele, die mit  0,5 µg/ml Ethidiumbromid zur Sichtbarmachung der DNA im ul-
travioletten Licht versetzt wurden,  verwendet. Sie erfolgte als horizontale Elektrophorese in 
1 x TAE-Puffer als Laufpuffer. Die Proben wurden vor dem Auftragen mit einem 1/5-Volu-
men DNA-Laufpuffer (von Fermentas bzw. selbst angesetzt) versetzt. Zur Größenbestimmung 
wurden die Molekulargewichtsstandards GeneRulerTM  100 bp DNA Ladder Plus (Fermentas) 
und der 1 kb DNA Ladder (Invitrogen) als Referenz verwendet.
6.2.1.5 DNA-Sequenzierung 
Die Sequenzierung der DNA erfolgte nach Sanger unter Verwendung des  Thermo Sequenase 
Primer Cycle Sequencing Kit nach Herstellerangaben. Für alle Konstrukte wurden die Primer 
IR 8 (5’-GTA AAA CGA CGG CCA G-3’, sense) und IR 9 (5’-CAG GAA ACA GCT ATG 
AC-3’, anti-sense) genutzt. Sie binden außerhalb des zu analysierenden Inserts an das Plas-
mid.
 
6.2.1.6 Expression im analytischen Maßstab
Die  Testexpression erfolgte  in  30 ml Selektivmedium  mit  50 ng/µl Ampicillin  und 
35 ng/µl Chloramphenicol, das mit 600 µl einer Übernachtkultur angeimpft wurde. Diese Vor-
kultur  wuchs  bei  37 °C  unter  Schütteln  (200 rpm),  bis  eine   OD600 von  0,4–0,6  (bei 
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1 cm Schichtdicke) erreicht worden war. Nun wurde  mit 1 mM IPTG induziert und nach je-
weils 1, 2 und 3 h Proben entnommen. Durch erneute Messung der OD600  konnten Verände-
rungen der Zelldichte ermittelt und bei der Wahl des zu analysierenden Volumens berücksich-
tigt  werden.  Eine optische Dichte von 1 entspricht  einer Zelldichte  von 8 x 108 Zellen/ml 
(Sambrook et al. 1989); bei Entnahme des zur OD600 reziproken Volumens (in ml) ergibt sich 
folglich jeweils die gleiche Zellzahl von 8 x 108 im entnommenen Probenvolumen. 
Die elektrophoretische Auswertung der Testexpression erfolgte getrennt für drei Fraktionen, 
die durch Zentrifugationen (Eppendorf-Tischzentrifuge 4 °C, max. Drehzahl) gewonnen wur-
den. Im Überstand nach der ersten Zentrifugation (1 min) befanden sich die sezernierten Pro-
teine. Das Pellet wurde  in PBS resuspendiert und  zum Zellaufschluss  alternierend 4-mal in 
flüssigen Stickstoff eingefroren und bei 42 °C wieder aufgetaut. Nach der zweiten Zentrifuga-
tion (10 min) befand sich das lösliche Zellprotein im Überstand, im Pellet blieben die unlösli-
chen Zellproteine zurück. Die Proben wurden mit Probenpuffer vermischt bzw. resuspendiert 
und dann im Wasserbad bei 95 °C 5 min denaturiert. Vor dem Auftrag auf die SDS-PAGE 
wurde nochmals kurz zentrifugiert, um Aggregate zu entfernen.
6.2.1.7 Expression im präparativen Maßstab
Die Expression erfolgte mit dem Stamm E. coli BL21 (DE3) pLysS nach Verdünnen von 6 ml 
einer Übernachtkultur mit 300 ml Selektivmedium (50 µg/ml Ampicillin und 35 µg/ml Chlo-
ramphenicol). Diese Vorkultur wuchs bei 37 °C unter 200 rpm im Schüttler, bis eine  OD600 
von 0,4–0,6 erreicht worden war. Es wurde  mit 1 mM IPTG der T7-Promotor induziert. Nach 
3 h unter weiterer Inkubation im Schüttler erfolgte die Ernte. Die Bakterien wurden durch 
Zentrifugation (10 min, 4 °C, bei 6000 rpm, Sorvall Rotor GS3) sedimentiert und anschlie-
ßend in Puffer W  resuspendiert. Der Zellaufschluss erfolgte durch Ultraschall (3x2 min konti-
nuierlich  mit  60 % Intensität,  Intervall  0,8/sec)  im  Eisbad.  Eine  erneute  Zentrifugation 
(10 min bei 4 °C und 6000 g, Sorvall Rotor SS34) trennte die Zellbestandteile in lösliche und 
unlösliche. Das Pellet wurde zur Entfernung von Membranpartikeln mit Puffer X behandelt 
(30 min  bei  4 °C).  Danach  wurde  wieder  zentrifugiert  (10 min,  9000 rpm,  Sorvall  Rotor 
SS34). Die sedimentierten unlöslichen Proteine wurden 30 min bis 1 h lang in 6 M GdnHCl 
mit 50 mM Natriumacetatpuffer pH 4.5 gelöst, die Auflösung des Pellets wurde durch Eintau-
chen des Zentrifugenröhrchens in ein Ultraschallbad beschleunigt.
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6.2.2 Computerprogramme und Datenbanken
Diese Arbeit entstand mit Hilfe der Programme bzw. Programmpakete Microsoft Office (Mi-
crosoft Corp.) und Open Office Org. 2.2, SigmaPlot 10.0 (SPSS Inc.) und Aida Version 3.11. 
Prism 4.0 (Graph Pad) wurde zu Berechnungen mittels linearer und nichlinearer Regression 
sowie zur Darstellung der Grafiken verwendet. Informationen zum Kathepsin F wurden mit 
Hilfe der Datenbank Expasy (ProtSwiss) gewonnen.  
Bei der Versuchsplanung wurde häufig mit  zentral  zusammengesetzten faktoriellen Ver-
suchsplänen 2. Ordnung gearbeitet (Rasch et al. 1999). Sie haben den Vorteil, bei der Prozess-
optimierung den durch nichtlineare Abhängigkeiten und Wechselwirkungen der Einflussfakto-
ren zu erwartenden hohen Messaufwand bei der Realisierung eines vollständigen Versuchs-
planes deutlich zu verringern. Untersucht man z.B. den Einfluss von 3 Faktoren auf die Rena-
turierung in jeweils 4 Konzentrationsstufen, hätte das eine Messung von 43  = 64 Proben be-
deutet.   Die Auswertung erfolgte durch Bestimmung einer sogenannten Wirkfläche mittels 
multipler Regression (unter Verwendung der Gleichung 1). Abb. 5 zeigt im Teil B beispielhaft 
eine “ideale” Wirkfläche. 
y = b0 + b1A + b2B + b11A² + b22B² + b12A x B Gleichung 1
y bezeichnet z.B. die gemessene Renaturierungsausbeute, bei bn handelt es sich um die zu bestimmen-




Es wurden sowohl 10 %ige, 12,5 %ige als auch 15 %ige Gele zur SDS-Polyacrylamid-Gel-
elektrophorese verwendet. Die Elektrophoresen erfolgten unter reduzierenden und denaturie-
renden Bedingungen nach Lämmli et al. 1970. Tab. 5 zeigt beispielhaft die Rezeptur für ein 
12,5 %iges Gel.
Nach Aufbau der Gießapparatur wurden zuerst die Lösungen für die Trenngele zwischen die 
Glasplatten  gegossen  und  mit  80 % Ethanol  überschichtet.  Nach  erfolgter  Polymerisation 
wurde der Ethanolüberstand vollständig entfernt und die Lösung für das Sammelgel einge-
füllt.  Zur Ausbildung der Geltaschen wurden vorwiegend 10er-Kämme verwendet.  Die zu 
trennenden Proteine wurden mit sechsfach konzentriertem Probenpuffer (6 mg Bromphenol- 
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Abb. 5: Erstellung einer Wirk-
fläche  für  zwei  fiktive  Ein-
flussfaktoren
Im  Abbildungsteil A  sind  die 
Punkte dargestellt, die durch das 
Computerprogramm  CADEMO 
(BioMath  GmbH)  als  mindes-
tens notwendige Werte, die eine 
Berechnung  des  Wirkungsopti-
mums  ermöglichen,  ermittelt 
wurden.  Im Beispiel  mit  2 Ein-
flussfaktoren sind dies 9 Punkte: 
1 Zentral-  (Z),  und  je  4 Stern- 
(S) und Würfelpunkte (W). Ab-
bildungsteil B zeigt  eine fiktive 
Wirkfläche.  Durch  Vorversuche 
oder  Literaturdaten  muss  das 
Konzentrationsoptimum  der 
Einflussfaktoren  ungefähr  be-
kannt  sein,  damit  sich eine all-
seitig abfallende Wirkfläche mit 























































































Faktor 1 [willkürliche Einheiten]
A
B
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blau; 1,5 ml 1 M TRIS-HCl   pH 6.8; 2,5 ml 20 % SDS; 1 ml Glycerol;  0,55 ml ß-Mercapto-
ethanol) versetzt und bei 95 °C 5 min lang denaturiert. Die Taschen wurden mit 2 bis maximal 
25 µl  der  Probe gefüllt.  Für  die  Größenbestimmung der  Proteine  wurden die  Marker  See 
Blue® Plus 2 Pre-Stained Standard (Invitrogen), Bench MarkTM Pre-Stained Protein Ladder 
(Invitrogen),  Page RulerTMProtein Ladder (Fermentas), Roti-Mark Standard (Roth) oder Pre-
stained Standard Broad Range (Bio-Rad) verwendet. Zur Elektrophorese wurden die Gele bei 
200 V über 45 bis 60 min im Laufpuffer (120 mM Glycin; 8 mM SDS; 25 mM TRIS pH 9.2) 
belassen.
Tab. 5: Rezeptur für das Trenn-und Sammelgel
Zutat Trenngel 12,5 % Sammelgel 4,5 %
Deionisiertes Wasser 3,1 ml 3,05 ml
30 % Acrylamid/Bisa-
crylamid (29:1) 
4,2 ml 0,75 ml
TRIS/HCl 1,5 M, pH 8,8 2,5 ml -
TRIS/HCl 0,5 M, pH 6,8 - 1,25 ml
10 % SDS 100 µl 50 µl
TEMED 5 µl 2,5 µl
Ammoniumpersulfat 10 % 100 µl 50 µl
Die Polyacrylamidgele wurden 20 bis 120 min in Coomassie-Färbelösung (0,75 g Coomassie-
Blau G250; 50 ml Essigsäure; 200 ml Methanol; 250 ml H2O) geschwenkt. Eine mehrstündige 
Entfärbung erfolgte  im Anschluss  unter  Verwendung von Entfärber  (10 % Essigsäure  und 
30 % Methanol in Wasser). Danach wurden die Gele mit Wasser gespült, in 10 % Ethanol ge-
legt und fotografiert (Image Master). 
Zur Konzentrationsbestimmung einzelner Komponenten von Proteingemischen wurden von 
der Lösung mit unbekannter Proteinkonzentration meist drei unterschiedliche Volumina in der 
Polyacrylamidgelelektrophorese  eingesetzt,  zusammen mit  vier  Albuminstandards  getrennt 
und wie beschrieben entwickelt.  Das digitalisierte Foto wurde unter Verwendung des Pro-
gramms Aida Image Analyzer 3.11 densitometrisch ausgewertet. 
Zur langfristigen Aufbewahrung wurden ausgewählte Gele getrocknet (Gel Dryer, bei 60 °C 
ca. 20 min unter Vakuum zwischen Zellophan). 
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Zur Entfernung von GdnHCl, das zur Auflösung der bei der Expression gewonnenen Ein-
schlusskörperchen notwendig war, wurde eine Ethanolfällung durchgeführt. Dazu wurden die 
Proben zunächst 1/10 mit eiskaltem 100 % Ethanol verdünnt und 5 bis 10 min bei -80 °C  in-
kubiert. Nach Zentrifugation in der Eppendorf-Tischzentrifuge (5 min, 4 °C, max. Geschwin-
digkeit) wurde der Überstand verworfen, das Pellet in 90 % eiskaltem Ethanol resuspendiert 
und erneut zentrifugiert. Der Überstand wurde sorgfältig abpipettiert, das Pellet kurz getrock-
net und dann in Elektrophorese- Probenpuffer aufgelöst. 
6.2.3.2 Reinigung des Propeptides durch Gelchromatographie
Mittels einer HighLoad Superdex 75 16/60 Säule (Pharmacia Biotec) wurden 2 ml solubili-
sierte Einschlusskörperchen (6 M GuaHCl; 50 mM NaAcetat pH 4.5) unter  schwach denatu-
rierenden  Bedingungen  (50 mM  Natriumacetatpuffer  pH 4.5  mit  0,5 M  GdnHCl  und 
15 % Acetonitril) mit der Molekularsiebmethode gereinigt. Die Flussrate betrug 1,5 ml/min 
und das Eluat wurde in Fraktionen von je 2 ml gesammelt. Mittels UV-Spektrophotometrie 
bei 280 nm und 260 nm wurden Reinheit und Proteinkonzentration jeder Fraktion unter Ver-
wendung des molaren Extinktionskoeffizienten abgeschätzt. Die Propeptid-haltigen Fraktio-
nen wurden vereinigt und durch Ultrafiltration mit einer YM10 Membran (Amicon) konzen-
triert. Die Berechnung der exakten Proteinkonzentration erfolgte durch densitometrische Aus-
wertung  von  Polyacrylamid-Gelelektrophoresen  mit  dem  Programm  AIDA.  Als  Standard 
diente humanes Serumalbumin (Serva).
6.2.3.3 Proteinidentifizierung durch MALDI-ToF
Die gereinigten Proben (ca. 10 µM Protein) wurden nach der Vorschrift des Herstellers (Milli-
pore) mit ZipTipC18 entsalzt. Das mit 0,1 % Trifluoressigsäure/50 % Acetonitril eluierte Mate-
rial wurde im Verhältnis 1/1 mit Sinapinsäurelösung (2 mg Sinapinsäure in 150 µl des o.g. 
Elutionsmediums) vermischt. 2 µl der Mischung wurden auf den Probenträger pipettiert und 
getrocknet (entspricht 5-10 pmol pro Position). Die Messungen erfolgten unter Verwendung 
von humanem Albumin oder Cytochrom c als Molekulargewichtsstandard im Linearbetrieb.
6.2.3.4 Renaturierung des Prokathepsin F
Die Optimierung der Renaturierung von bakteriell exprimiertem humanen Prokathepsin F ist 
ein wesentlicher Teil der Ergebnisse. Dabei wurde die Renaturierungsausbeute (Ymax)  grund-
sätzlich aus dem Zeitverlauf der gemessenen Enzymaktivität (Y) entweder ohne oder nach he-
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terokatalytischer  Prozessierung (auch  das  Proenzym zeigte  geringe  proteolytische  Aktivität)  unter 
Verwendung der Gleichung 2 errechnet:
                              Y = Ymax x (1 – e-k x t)                                    Gleichung 2
Die Geschwindigkeitskonstante der Renaturierung ist k, t bezeichnet die Renaturierungszeit.
Nach Abschluss der Optimierungsversuche hatte das Renaturierungsmedium folgende Zusam-
mensetzung:
Zusatz GSH GSSG Glyzerol Arginin HEPES 
pH 7.4
EDTA  NaN3
Konzentration 14 mM 2 mM 40 % 650 mM 500 mM 2 mM 0,02 %
Das  zu  Beginn  der  Experimente  vollständig  durch  6 M Guanidinhydrochlorid  denaturierte 
Proenzym wurde im Verhältnis 1/66,67 mit dem Renaturierungsmedium verdünnt und 48 h 
bei 16 °C inkubiert.
6.2.3.5 Prozessierung des renaturierten Prokathepsin F mit Pepsin
Die Pepsinbehandlung ist in der Literatur als eine Möglichkeit zur präparativen Prozessierung 
des Prokathepsin F beschrieben worden (Wang et al. 1998, Fonovič et al. 2004); hier wurde 
sie im analytischen Maßstab genutzt, um die messbare Enzymaktivität zu erhöhen und damit 
die Nachweisgrenze zu senken. Das Verfahren wurde für das bakteriell hergestellte Enzym 
optimiert (siehe Ergebnisse), am Ende stand folgender Ablauf: Das Proenzym wurde vor der 
Messung der Enzymaktivität mindestens 1/10 und höchstens 1/20 mit dem optimierten Proze-
sierungsmedium (25 nM Pepsin / 100 mM Zitrat pH 3.5 / 2 mM EDTA / 2 mM DTT ) ver-
dünnt und bei Raumtemperatur 20 min lang inkubiert. 
6.2.4 Aktivitätsbestimmungen des  Proenzyms sowie des reifen Kathepsin F
Die Aktivitätsbestimmung des renaturierten und gegebenenfalls prozessierten humanen Ka-
thepsin F erfolgte durch fluorometrische Messungen der Abspaltung des Fluorophors 7-Ami-
no-4-Methyl-Cumarin von N-geschützten Dipeptidsubstraten. Bei der Hydrolyse der Peptid-
bindung ändert sich die Elektronenkonfiguration des 7-Amino-4-Methyl-Cumarin, was zu an-
deren optischen Eigenschaften führt, die den spezifischen und hochempfindlichen Nachweis 
ermöglichen. Bei der praktischen Durchführung wurden fast immer Mikrotiterplatten benutzt, 
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da so bis zu 96 Proben auf einmal analysiert werden konnten. Es wurden sowohl Platten mit 
V-Wells (220 µl Gesamtvolumen) als auch F-Wells (350 µl Gesamtvolumen) verwendet, wo-
bei bei gleicher Signalhöhe bei Verwendung von V-Well-Platten eine Materialeinsparung von 
etwa 33 % möglich ist. Der Nachteil dieses Plattentyps ist die Begrenzung auf Mischungsver-
hältnisse kleiner 1/100; denn um den Dosierfehler gering zu halten, wurden nie kleinere Volu-
mina als 2 µl pipettiert. Das Fluorometer Spectra Max Gemini hat eine eingebaute Heizung, 
die jedoch  nie benutzt wurde, da aus entsprechenden Vorversuchen bekannt war, dass im auf-
geheizten Messgerät bei längeren Messzeiten Flüssigkeit verdunstet und die Temperaturein-
stellung in den Proben nur langsam erfolgt. Beides hätte zu Nichtlinearitäten der kinetischen 
Messung, die meist 20 bis 30 min dauerte, geführt. So war der Kurvenverlauf linear und der 
Anstieg konnte einfach durch die geräteinterne Software ermittelt werden. Er war proportio-
nal zur Bildung des Produktes 7-Amino-4-Methyl-Cumarin und damit zur Enzymaktivität. 
Um die Geräte-spezifischen Fluoreszenzeinheiten in Molaritäten umrechnen zu können, wur-
de  eine Eichung mit dem Produkt 7-Amino-4-Methyl-Cumarin durchgeführt. Gearbeitet wur-
de mit einer Anregungswellenlänge von 360 nm und einer Emissionswellenlänge von 440 nm. 




Substrat EDTA DTT DMSO
Konzentration 100 mM 20 µM 2 mM 2 mM 1 vol %
Als Substrate wurden Z-Phe-Arg-AMC und Z-Leu-Arg-AMC verwendet.
6.2.5 KM-Wert-Bestimmung des Prokathepsin F
Durch Messung der Enzymaktivität am Fluorometer Spectra Max Gemini als Funktion der 
Substratkonzentration im Bereich von 5-100 µM wurde sowohl für Z-Phe-Arg-AMC als auch 
für Z-Leu-Arg-AMC der KM-Wert ermittelt. Die Konzentration an DMSO betrug dabei maxi-
mal 1 % (Zusammensetzung des Testmediums ansonsten wie unter 6.2.4 beschrieben). Die 
Produktbildungskurven wurden registriert,  jeweils  die  anfängliche Enzymaktivität  ermittelt 
und in Abhängigkeit von der Substratkonzentration dargestellt. Die Auswertung erfolgte mit-
tels  nichtlinearer  Regression  unter  Verwendung  der  Michaelis-Menten-Gleichung  (Glei-
chung 3).        
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                           Gleichung 3
Vmax bezeichnet die Maximalgeschwindigkeit, vz die beobachtete Anfangsgeschwindigkeit des Enzyms, 
S0 die Substratkonzentration zu Beginn der Reaktion und KM die Michaelis-Menten-Konstante.
6.2.6 E64- Titration 
E64 ist ein hochaffiner Inhibitor von Cysteinproteasen, der in einer langsamen Reaktion mit 
dem katalytischen Cysteinylrest einen stabilen 1:1-Komplex bildet. Für diese Enzyme ist des-
halb die Titration mit E64 Mittel der Wahl zur Bestimmung der Konzentration an katalytisch 
wirksamem Enzym. Dazu wird üblicherweise das Enzym in jeweils gleicher Konzentration 
mit E64 in unterschiedlichen Konzentrationen versetzt, bis zu einer Stunde inkubiert und dann 
durch Zusatz  von Substrat  haltigem Testpuffer  die  Restaktivität  bestimmt.  Diese Methode 
funktionierte im vorliegenden Fall nicht; die Aktivität des Enzyms kehrte nach der Verdün-
nung mit Testpuffer rasch wieder. 
Deshalb wurde ohne Vorinkubation gearbeitet: In acht Wells einer F-MTP wurde Testmedi-
um mit 18 µM Z-Phe-Arg-AMC und 0–210 nM E64 pipettiert und vermischt. Anschließend 
wurden 2,5 µl Enzymlösung dazugegeben. Es wurde 1 min geschüttelt  und danach 30 min 
lang gemessen. Unter diesen Bedingungen kam es zu einem annähernd linearen Abfall der ge-
messenen Enzymaktivität mit zunehmender E64-Konzentration, so dass die totale Enzymkon-
zentration aus dem Schnittpunkt der Regressionsgeraden mit der Abszisse errechnet werden 
konnte. 
6.2.7 Inhibition von Kathepsinen durch das Kathepsin F-Propeptid 
Die Bestimmung der Hemmwirkung erfolgte im fluorometrischen Test, ähnlich wie bei der 
Aktivitätsbestimmung des  Kathepsin F beschrieben,  durch einen  Vergleich der  Produktbil-
dungsraten ohne und mit potentiellen Inhibitor, d.h. dem Propeptid. Die Messungen erfolgten 
in Mikrotiterplatten (F-Wells, 350 µl Fassungsvermögen) am Fluorometer Spectra Max Gemi-
ni. Die eingesetzten Propeptid-Konzentrationen lagen zwischen 57 nM und 3,2 µM. Die Test-
bedingungen entsprachen beim Kathepsin F den Standardbedingungen und bei den übrigen 
Enzymen den in der eigenen Arbeitsgruppe gefundenen optimalen Testbedingungen für das 
jeweils untersuchte Kathepsin (Tab. 6).
v z=
V max x S 0
K MS 0
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Tab. 6: Testbedingungen für die Inhibitionsstudien mit dem Kathepsin F-Propeptid
Kathepsin H Kathepsin L Kathepsin S Kathepsin F









20 µM 5 µM 40 µM 20 µM 















EDTA 2 mM 2 mM 2 mM 2 mM
DTT 5 mM 2 mM 2 mM 2 mM
Triton X 100 0.01 % 0.01 % 0.01 %
NaCl 50 mM
Während der Beobachtungszeit (15 bis max. 60 min) war der Substratverbrauch zwar ge-
ring, trotzdem ergaben sich nichtlineare Produktbildungs (P)-Zeit-Verläufe, aus denen unter 
Verwendung von 
     P=P0+v0 x t x e-b x t Gleichung 4
grundsätzlich die Anfangsgeschwindigkeit (v0) berechnet wurde. Aus der Abhängigkeit der 
Anfangsgeschwindigkeiten von der Propeptidkonzentration ([I]) wurde unter Verwendung des 
Michaelis-Menten-Modells für kompetitive Inhibition 
          v=Vmax x [S]/ KM /(1+[S]/KM+ [I]/Ki)            Gleichung 5
die Inhibitionskonstante (Ki) berechnet.
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7. ERGEBNISSE
7.1  Expression  und  Charakterisierung  von  Teilsequenzen  des  humanen 
Prokathepsin F
7.1.1 Expression in E. coli
Wie bereits in der Einleitung beschrieben wurde, unterscheidet sich Prokathepsin F sowohl 
durch seine ungewöhnlich lange Proregion als auch durch das Vorhandensein einer Cystatin-
ähnlichen Domäne innerhalb dieser Proregion von anderen bekannten humanen Cysteinpro-
teasen. Die Funktion dieser Cystatin-ähnlichen Domäne ist zur Zeit unbekannt. Bisher ist es 
noch keiner Arbeitsgruppe gelungen, das vollständige Prokathepsin F gentechnisch herzustel-
len; lediglich eine verkürzte Form ohne Cystatin-ähnliche Domäne wurde beschrieben (Fono-
vič et al. 2004). Dieses verkürzte Prokathepsin F sollte von mir zu Vergleichszwecken eben-
falls in E. coli hergestellt werden; darüber hinaus aber auch die vollständige Sequenz des Pro-
kathepsin F, das komplette Propeptid und das Propeptid ohne Cystatin-ähnliche Domäne. In 
Abb. 6 sind diese vier rekombinanten Proteine skizziert und durch einige Eckdaten charakteri-
siert.
             
Anzahl der 
  
Basenpaare  Aminosäuren Molekular-
gewicht
1395 465 53366 Da 
942 314 35441 Da
303 101 11866 Da
753 251 29791 Da
Abb. 6: Geplante Expressionsprodukte des humanen Kathepsin F
Über den Balken sind jeweils die Aminosäurepositionen angegeben. Diese Nummerierung basiert auf 
der SwissProtDatenbank und berücksichtigt auch die Signalsequenz, welche die Aminosäuren  1–19 
umfasst. 
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Ausgehend von der cDNA-Matrize für das vollständige Prä-Prokathepsin F wurden mittels 
PCR unter Verwendung der in Tab. 2 aufgelisteten Primer die gewünschten Teilsequenzen am-
plifiziert. Die Wahl der Primer erfolgte für die jeweils kürzere Version des Prokathepsin F und 
des Propeptids so, dass deren N-Terminus mit der Form übereinstimmt, die nach Expression 
des vollständigen Prokathepsin F im Baculovirussystem während der anschließenden Reini-
gung spontan, wahrscheinlich unter der Einwirkung der viralen V-cath-Protease, entstanden 
war (Fonovič et al. 2004). Nach Anfügen von dA-Überhängen wurden die PCR-Produkte als 
Insert  in  den  Vektor pCR2.1-TOPO  eingefügt,  der  dann  zur  Transformation  von  E. coli-
TOP10-Bakterien diente. Durch Blau/Weiß-Selektion wurden die positiven Klone erkannt und 
anschließend deren Inserts in den Vektor pRSET-B umkloniert. Zur Kontrolle der korrekten 
Amplifikation, Transformation und Ligation wurden die Inserts beider Vektoren sequenziert. 
Zuletzt wurde der Expressionsstamm E. coli BL21 (DE3) pLysS transformiert und die Über-
expression der gewünschten Proteine mit 1 mM IPTG induziert. Abb. 7 zeigt die dazu ver-
wendeten Vektoren.
Nach diesem Verfahren wurden das Propeptid ohne Cystatin-ähnliche Domäne sowie das 
verkürzte Proenzym erfolgreich exprimiert. Sie befanden sich jeweils im unlöslichen Zellpro-
tein,  das  hauptsächlich  Einschlusskörperchen  enthält.  Das  konnte  in  Coomassie-gefärbten 
SDS-Gelen nachgewiesen werden (Abb. 8). Im Teil A ist ein Foto des Geles für das kurze 
Propeptid zu sehen, welches eine Größe von 11,9 kDa hat. Eine entsprechende Bande, deren 
Intensität nach Induktion zunimmt, ist sichtbar (siehe grüner Pfeil). Das verkürzte Proenzym 
hat ein errechnetes Molekulargewicht von 35,4 kDa. Im Foto B ist ebenfalls eine Bande zu se-
hen, die mit der Zeit zunimmt,  jedoch gemessen an den Markerproteinen ein geringfügig hö-
heres Molekulargewicht als 36 kDa hat (siehe blauer Pfeil im Abbildungsteil B). Die Identität 
beider Proteine konnte später mittels MALDI und N-terminaler Sequenzierung zweifelsfrei 
nachgewiesen werden. Es wurden auch die löslichen Zellproteine und das Medium untersucht 
(ohne Abbildung), aber dort kam es nach der Induktion zu keiner Intensitätszunahme einer 
Bande im relevanten Molekulargewichtsbereich. 
Es gelang allerdings nicht, alle vier geplanten Teilsequenzen erfolgreich zu exprimieren. 
Die beiden Bakterienkulturen, die mit den Vektoren transformiert worden waren, die die gene-
tische Information für die Cystatin-ähnliche Domäne einschlossen, reagierten nicht auf den 
Induktor. Wegen der Bedeutung gerade dieser Wildtyp-Proteine für die Zielstellung der Arbeit 
wurden erhebliche Bemühungen unternommen, um doch noch zum Erfolg zu kommen. 
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Abb. 7: Illustration 
verwendeter  Vektoren 
Die Zahlen bezeichenen die Ba-
senposition der Schnittstelle der 
Restriktionsenzyme bezogen auf 
den  Promotor.  Es  wurden  je-
weils  die  Ampicillinresistenzen 
und  die  Restriktionsschnittstel-
len (bei Nde I nur an den Posi-
tionen 298 bzw. 98) genutzt.
Der im Teil A dargestellte Vektor 
pCR2.1-TOPO  wurde  erfolg-
reich  zur  Klonierung  aller  vier 
Kathepsin-F-Sequenzen verwen-
det  (hier  nur abgebildet für das
                                               A                                                        kurze  Proenzym). Das  lac- Gen
                                                                                                                diente der  Blau/Weiß-Selektion. 
                                                                                                                 
Auch  der  Expressionsvektor 
pRSET-B  (Abbildungsteil  B) 
wurde für alle Sequenzen ge-
nutzt.  Der  hellblaue  Pfeil 
(PT7)  bezeichnet  den  mit 
IPTG  induzierbaren  T7-Pro-
motor. 
                                                  B
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                                       A                                                                B
Abb. 8: Expressionskontrollen des Propeptides (AS 170 - 270, Teil A) und des Proenzyms 
(AS 170 - 484, Teil B) 
Nach Induktion mit 1 mM IPTG  wurden in stündlichen Abständen Proben entnommen, die, wie in der 
Methodik (siehe 6.2.1.6) beschrieben, durch Zentrifugation in 3 Fraktionen getrennt und anschließend 
mittels SDS-PAGE analysiert wurden. Hier ist nur die Auftrennung der unlöslichen Zellproteinfraktion 
zum Zeitpukt der Induktion und bis zu drei Stunden danach zu sehen.
Nahe liegend war erst einmal die mehrfache Wiederholung des beschriebenen Vorgehens, um 
Zufälligkeiten auszuschließen. Als so nie ein positives Ergebnis erzielt werden konnte, wurde 
zum E. coli - Expressionsstamm BL21 (DE3) pLysS Rosetta gewechselt. Er zeichnet sich da-
durch aus, dass er die sonst nur in geringer Konzentration vorhanden tRNAs für den Einbau 
der Aminosäuren Arg, Ile, Gly, Leu und Pro verstärkt produzieren kann. Das so genannte Co-
don-Usage-Problem, welches das Missverhältnis von tRNAs im Zytosol von E. coli und dem 
häufigeren Vorkommen entsprechender Triplets bei der RNA der rekombinanten Proteine be-
zeichnet, kann Ursache für das Misslingen von heterologen Expressionsversuchen sein und 
sollte durch Verwendung dieses Stammes ausgeschlossen werden. Auch über eine Expression 
in P. pastoris wurde nachgedacht. Für die Entscheidung wurden die tRNA-Übereinstimmun-
gen für beide Organismen unter Verwendung des Graph Codon Usage Analyser untersucht. 
Ergebnisse                                                                                                                                  34   
Bei beiden Wirtsorganismen ist insbesondere für die Cystatin-ähnliche Domäne des Proka-
thepsin F die prozentuale Übereinstimmung bei den seltenen tRNAs problematisch. P. pasto-
ris wäre für eine erfolgreiche Expression dieses Molekülabschnittes theoretisch auch nicht 
besser geeignet gewesen, denn hier ist der Wert für weniger als 20 % Übereinstimmung be-
sonders hoch (siehe Tab. 7). Das könnte der Grund dafür sein, dass in der Praxis die Expressi-
on der vollständigen Prokathepsin-F-Sequenz in Hefe sowohl Wang als auch Somoza und de-
ren Mitarbeitern misslang (Wang et al. 1998, Somoza et al. 2002). Aus diesen Gründen habe 
ich diesbezüglich von weiteren Expressionsversuchen abgesehen.
Tab. 7: Untersuchung des Codon-Usage-Problems für das humane Kathepsin F
Kathepsin-F-
Abschnitt
Pichia pastoris Escherichia coli
prozentuale  Häufigkeit  der  Übereinstimmungen  der  tRNA-
Konzentrationen im Vergleich zu humanen Zellen
>30 % <20 % < 30 % und 
>20 %




86,57 8,61 4,64 80,79 4,64 14,57
restliche Prodomäne 91,09 3,96 4,95 83,17 4,95 11,88
Enzymdomäne 91,16 3,26 5,58 86,98 1,4 11,63
Da mir für die weiteren Experimente also nicht alle vier Teilsequenzen (siehe Abb. 6), son-
dern nur jeweils die verkürzten Formen des Propeptids bzw. des Proenzyms zur Verfügung 
standen, wird diese Tatsache nachfolgend nur noch dann erwähnt, wenn es unbedingt notwen-
dig ist, um Verwechslungen auszuschließen.
7.1.2 Charakterisierung der exprimierten Konstrukte mittels MALDI-ToF  
Identität und Reinheit der Expressionsprodukte wurden mittels MALDI-ToF überprüft. Die 
Abb. 9 zeigt die Ergebnisse. 
Beim Propeptid (Abb. 9 Teil A) ist ein Gipfel bei 11874 Da zu erkennen (das errechnete 
Molekulargewicht entspricht 11866 Da). Die Analyse des Proenzyms ergab einen Gipfel bei 
35435 Da (Abb. 9 Teil B). Dieser entspricht genau dem Molekulargewicht des Prokathepsin F. 
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                                       A                                                                 B
Abb. 9: MALDI-ToF-Analyse des kurzen Propeptides (Teil A) und des kurzen Prokathepsin F 
(Teil B)
Die Proben wurden jeweils wie unter 6.2.3.3 beschrieben vorbereitet. Als Eichprotein wurden Cyto-
chrom c (A) bzw. humanes Albumin (B) verwendet.  Die Analyse erfolgte freundlicherweise durch 
Frau Endmann (ehemalige Mitarbeiterin im eigenen Institut).
7.1.3 Charakterisierung der rekombinaten Proteine durch N-terminale  Sequen-
zierung
Bei der Analyse des N-Terminus konnten für das Propeptid die ersten 9 (MLNEDPLLQ), für 
das Proenzym die ersten 10 Aminosäuren (MLNEDPLSQD) sicher  bestimmt werden.  Das 
entspricht in beiden Fällen genau der Datenbanksequenz (MLNEDPLSQD), die exprimierten 
Proteine entsprechen also auch diesbezüglich den Erwartungen. Beide Sequenzierungen er-
folgten in der Zusammenarbeit mit Herrn Dr. Schlott (IMB).
7.2 Reinigung und Charkterisierung des Propeptides 
Die Einschlußkörperchen mit dem rekombinanten Propeptid wurden in 6 M Guanidinhydro-
chlorid gelöst.  Die Lösung wurde,  wie in  der Methodik ausführlich beschrieben,  auf eine 
Gelchromatographie-Säule mit einer Ausschlußgrenze von 75 kD aufgetragen und mit einer 
Flussrate von 1,5 ml/min getrennt. Abb. 10 zeigt das Elutionsprofil.
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Abb. 10: Chromatographie des kurzen Propeptides
Die durch Solubilisierung mittels 6 M Guanidin-HCl aus den Einschlusskörperchen gelösten Proteine 
wurden über eine HighLoad Superdex 75 16/60 Säule (Pharmacia Biotec) unter schwach denaturieren-
den Bedingungen getrennt. Dargestellt sind die mittels Durchflusszelle registrierten Absorbanzen bei 
260 und 280 nm im Eluat als Funktion des Elutionsvolumens. Rot eingezeichnet sind jeweils die Num-
mern der Fraktionen (von C5 bis E2). Aufgetragen wurden 3 ml solubilisierte Einschlusskörperchen, 
das Fraktionsvolumen betrug 1 ml. 
Das Propeptid befand sich in den Fraktionen C7 bis C14 (in Abb. 10 grün markiert). Das er-
gab ein Vergleich der Absorbanzspektren im langwelligen UV-Bereich (250 bis 310 nm) aller 
Fraktionen.  Nur bei  den Fraktionen C7 bis  C14 war der Gipfel  bei  280 nm höher als  bei 
260 nm, wie das für ein Protein zu erwarten ist. In den Fraktionen D14 bis D4 (sie entspre-
chen etwa dem Säulengesamtvolumen) befand sich eine niedermolekulare Verunreinigung, 
deren Natur nicht weiter untersucht wurde. 
Die Protein enthaltenen Fraktionen wurden im Chromatographiemedium mit 0,5 M Gua-
nidinhydrochlorid belassen, vereinigt und mittels Ultrafiltration (YM 10) ca. 6-fach konzen-
triert. Dabei kam es zur Präzipitation, was eine spektrophotometrische Konzentrationsbestim-
mung unter Verwendung des molaren Extinktionskoeffizienten unmöglich machte. Die Präzi-
pitate wurden deshalb mit Chromatographiemedium resolubilisiert,  die Proteine durch eine 
Ethanolfällung konzentriert und anschließend zusammen mit Albuminstandards elektrophore-
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tisch getrennt und nach der Anfärbung densitometrisch untersucht. Zum Vergleich wurde auch 
das ungereinigte Propeptid mit untersucht. Abb. 11 zeigt die Ergebnisse. 
                              A                                                                                B                    
            Abb. 11: Elektrophoresen zur Konzentrationsberechnung des  Propeptides 
Die Propeptidproben wurden zunächst durch Ethanolfällung von GdnHCl befreit. Die Elektrophoresen 
erfolgten  im 12,5 %-igen  Polyacrylamid-Gel  unter  Verwendung  von  humanem Serumalbumin  als 
Standard (siehe Methodenteil 6.2.3.1). Die Abbildungen zeigen eines von drei Fotos, die jeweils sepa-
rat mit dem Programm Aida (Version 3.11) desitometrisch ausgewertet wurden. 
Teil A: Hier wurden 15 µl des mittels Säulenchromatographie gereinigten Propeptides aufgetragen.
Teil B: Hier wurde das Propeptid vor der Reinigung getrennt. Auch in diesem Experiment wurden 1-
4 µg Serumalbumin als Vergleichswerte zur densitometrischen Konzentrationsbestimmung im selben 
Gel mit aufgetrennt (die entsprechenden Banden sind nicht mit abgebildet).
Die densitometrische Analyse des ungereinigten Propeptids ergab eine Reinheit von 88 % und 
eine Proteinkonzentration der Stammlösung von 655 mg/ml. Unter Berücksichtigung der A280 
von ca. 0,1 AU entspricht das 55,2 µM Propeptid. Nach der Reinigung betrug die Reinheit 
93 % und die Proteinkonzentration lag bei zwei unabhängigen Auswertungen des gleichen 
Gels bei 96 bzw. 144 µg/ml (8,1 bis 12,1 µM Propeptid). Gerechnet wurde anschließend mit 
10 µM.
Auch das gereinigte Propeptid wurde mittels MADLI untersucht. Abb. 12 zeigt das überra-
schende Ergebnis.
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Abb. 12: MALDI-TOF des  Propeptides  nach der Reinigung
Die Proben wurden jeweils wie unter 6.2.3.3 beschrieben vorbereitet. Als Eichprotein wurde Cyto-
chrom c verwendet. 
Nach der Reinigung bleibt von dem Material vor der Reinigung (vergl. Abb. 9) nur noch ein 
Rest zurück und man findet zusätzlich ein Abbauprodukt des Propeptides mit einem Moleku-
largewicht von  9362 Da. Das Propeptid wurde also bei der Reinigung größtenteils zerstört. 
Der Versuch wurde im Abstand von mehreren Monaten mit einer anderen Säule mit gleichen 
Trenneigenschaften mit dem gleichen Ergebnis wiederholt, so dass eine Verunreinigung der 
Säule durch Proteasen als Ursache sehr unwahrscheinlich ist.  Da die Propeptidpräparation 
auch vor der Säulenpassage schon eine akzeptable Reinheit hatte (vergl. Abb. 11 B), wurde 
den Ursachen dieser Zerstörung nicht weiter nachgegangen und auf den Chromatographie-
schritt verzichtet. 
Aus eigenen Versuchen mit den Propeptiden anderer Kathepsine (Maubach  et. al. 1997, 
Pietschmann 2002), die ähnlich hergestellt  worden waren, war bekannt,  dass sie nach der 
Überführung in ein physiologisches Medium spontan die korrekte Sekundär- und Tertiärstruk-
tur  ausbilden.  Für  das  Kathepsin-F-Propeptid  wurde ein  analoges  Verhalten  angenommen, 
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was sich durch die erfolgreiche Inhibitionsstudien mit dem Kathepsin L auch bestätigte (vergl. 
Abb. 22). Folglich war keine spezieller Renaturierungsschritt notwendig. 
7.3  Renaturierung,  Prozessierung und enzymologische Charakterisierung 
des Prokathepsin F
In der eigenen Arbeitsgruppe waren schon zwei menschliche Enzyme der Papainfamilie er-
folgreich durch heterologe Expression hergestellt worden (Paul 2006, Kramer 2007, Kramer 
et al. 2007); die dabei gemachten Erfahrungen waren der Ausgangspunkt meiner Arbeit. Die 
Überexpression in  E. coli  führte auch beim humanen Prokathepsin F zu dessen Präzipitation 
in Einschlusskörperchen. Diese mussten aufgelöst und das enthaltene Proenzym zur  korrek-
ten, biologisch aktiven Konformation renaturiert werden. Die Prüfung des Renaturierungser-
folges erfolgte durch Messung der enzymatischen Aktivität, wobei die Substratspezifität des 
Enzyms aus der Literatur bekannt war, ebenso wie die Tatsache, dass sich die Aktivität durch 
Entfernung der Proregion mittels limitierter Proteolyse steigern lässt  (Brömme et al. 2004). 
Die Optimierung der Renaturierung und die Versuche zur Pepsinprozessierung erfolgten nicht 
nacheinander, wie das die nachfolgende Darstellung in zwei separaten Abschnitten vermuten 
lassen könnte, sondern etwa zeitgleich. Um die Nachweisgrenze der Aktivitätsbestimmung zu 
steigern, wurde auch die kleinste erfolgreich renaturierte Charge zu Prozessierungsversuchen 
verwendet. Die dabei gewonnenen Erfahrungen flossen in die nachfolgenden Versuche ein.
7.3.1 Renaturierung des Prokathepsin F
Prinzipielle Einflussfaktoren, die es zu untersuchen und zu optimieren galt, waren die Renatu-
rierungsdauer und -temperatur,  der pH des Renaturierungsmediums und seine Zusätze, die 
Vorbehandlung des Materials mit denaturierenden Agenzien und das Verdünnungsverhältnis. 
Die  nachfolgenden Graphiken und die  Tabelle  sind  zusammenfassende  Darstellungen,  die 
nichts mit dem chronologischen Ablauf meiner experimentellen Arbeit zu tun haben. Sie ba-
sieren auf insgesamt ca. 35 Experimenten, deren prinzipieller Ablauf immer gleich war und in 
der Legende zur Abb. 13 beschrieben ist.
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Abb. 13: Einfluss der Zeit und des Reduktionszustandes der Cysteinreste auf die 
Prokathepsin-F-Renaturierungsausbeute 
Prokathepsin F wurde 1/66,67 mit dem Renaturierungsmedium verdünnt; die Zusammensetzung ent-
sprach  den  optimierten  Bedingungen  (Hepespuffer  500 mM;  GSH  14 mM;  GSSG  2 mM;  Glyce-
rol 40 %; Arginin 650 mM; EDTA 2 mM;  0.02 % NaN3;  pH 7.4).  Im rot dargestellten Versuchsteil 
wurde dem Denaturierungsmedium (6 M Guanidinhydrochlorid in 50 mM Natrtiumacetatpuffer pH 
4.5) noch  100 mM DTT zur vollständigen Reduktion aller Disulfidbrücken (Inkubation ≥ 45 min bei 
Raumtemperatur) zugesetzt.  Im Abstand von 4 Stunden wurden dem Renaturierungsansatz Aliquots 
entnommen und bei -80 °C aufbewahrt. Die Vierfach-Bestimmungen wurden zum Ausschluss syste-
matischer Fehler alternierend auf zwei MTPs verteilt. Anschließend wurden alle Proben gemeinsam 
prozessiert und nach Zugabe des Testmediums die Aktivität bestimmt (siehe Methodenteil 6.2.3.5 und 
6.2.4). Die eingezeichneten Kurven wurden mit der Gleichung für einen sigmoidalen Dosis-Wirkungs-
zusammmenhang berechnet:
                          Y=Bottom+(Top-Bottom)/(1+10^((LOGEC50-X) x HillSlope))           Gleichung 6
BOTTOM bezeichnet  den  Ausgangswert,  Top-Bottom die  maximale  Renaturierungsausbeute,  LO-
GEC50 50 % der maximalen Renaturierungsausbeute und HillSlope den Anstieg der Kurve.
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7. 3.1.1 Renaturierungsdauer
Der Vorgang der Renaturierung ist prinzipiell langsam; meine Experimente schlossen den Be-
reich von 30 Minuten bis 92 Stunden ein. Abb. 13 zeigt das Ergebnis eines Experimentes mit 
48-stündiger  Beobachtungszeit.  Die maximale Renaturierungsausbeute  war schon nach ca. 
30 Stunden erreicht. Die genaue Berechnung ergab für die beiden Kurven eine Zeit  bis zum 
Erreichen von 50 % des Maximalwertes der Ausbeute von 14 und 16 Stunden. Unter Berück-
sichtigung dieses Ergebnisses wurden bei weiteren Experimenten etwa 40 Stunden lang beob-
achtet. 
7.3.1.2 Vorbehandlung mit DTT
Die Abb. 13 zeigt nicht nur den Zeitverlauf, sondern auch noch den Einfluss einer Vorbehand-
lung des mit 6 M GdnHCl denaturierten Prokathepsin F mit 100 mM DTT. Eine solch hohe 
DTT-Konzentration führt innerhalb von 1 bis 2 h zur vollständigen Reduktion aller Cystein-
reste  eines Proteins.  Das ist  manchmal bei  der  Renaturierung von Vorteil  (Rudolph  et al. 
1997); denn Disulfidbrücken bilden sich spontan nicht immer entsprechend der korrekten in  
vivo-Faltung aus und falsche Verknüpfungen im denaturierten Enzym könnten den Renaturie-
rungsvorgang stören.  Deshalb wurde die Renaturierung unter optimierten Bedingungen je-
weils für nicht reduziertes und mit 100 mM DTT behandeltes Proenzym untersucht. Es zeigte 
sich, dass eine Vorbehandlung mit DTT ausgesprochen nachteilig ist; die Ausbeute sinkt auf 
14 % der Vergleichsproben ohne DTT-Behandlung.
7.3.1.3 Renaturierungstemperatur
In weiteren Experimenten wurde geprüft, bei welcher Renaturierungstemperatur die höchste 
Ausbeute erreicht wird. Der untersuchte Bereich erstreckte sich von 10 °C bis 24 °C. Abb. 14 
zeigt  einen  der  Folgeversuche  für  einen  kleineren  Temperaturbereich.  Man  erkennt,  dass 
16 °C die höchsten Ausbeuten bringt, der Temperatureinfluss aber vergleichsweise gering ist.
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Abb. 14: Optimierte Renaturierung-
stemperatur
Prokathepsin F renaturierte 50 Stunden im 
optimierten  Renaturierungsmedium  (siehe 
Tab. 8).  Es  wurden  gleichzeitig  der  Ein-
fluss  der  Verdünnung  (1/50,  1/66,67; 
1/100,  1/150  und  1/200)  und  der  Vorbe-
handlung  mit  100 mM DTT  (nur  bei  der 
Verdünnung  1/66,67)  untersucht,  so  dass 
sich pro Temperatur sechs Messungen er-
gaben. Da in jeder Messreihe ein ähnliches 
Temperaturverhalten beobachtet wurde, wurden alle Messungen nach Normierung zur Bestimmung 
der besten Renaturierungstemperatur gemittelt. Die Höhe der Säulen entspricht den Mittelwerten, die 
Antennen den Standardfehlern. 
7.3.1.4 Renaturierungsmedium
Aus Versuchen mit anderen Kathepsinen, beispielsweise Kathepsin B (Kuhelj et al. 1995) und 
Kathepsin S (Tobbell et al. 2002), ist bekannt, dass bei Renaturierungsexperimenten in vitro 
die höchste Ausbeute im leicht alkalischen Milieu gefunden wird. Als Puffer wird meist 50–
100 mM Tris pH 8.0–8.5 mit 5 mM EDTA und einem Redoxpaar (Cystein/Cystin oder redu-
ziertes/oxidiertes Glutathion) verwendet (Brömme et al. 2004). Oft benutzte Zusätze zum Re-
naturierungsmedium sind Arginin, Salze wie Magnesiumchlorid, Detergenzien (Tsumoto  et  
al. 2003) sowie Glyzerol (Brömme et al. 2004). Diese und einige weitere, in unserer Arbeits-
gruppe bewährte Zusätze wurden auf ihren Effekt auf die Renaturierung des Prokathepsin F 
überprüft. Tab. 8 zeigt, welche Faktoren insgesamt untersucht wurden. 
Ziel war die Suche der optimalen Konzentrationen; meist wurde mit zentral zusammenge-
setzten faktoriellen Versuchsplänen 2. Ordnung gearbeitet,  die in der Methodik ausführlich 
beschrieben sind. 
Abb. 15 zeigt zwei Beispiele. Im Teil A ist die Wirkfläche zur gleichzeitigen Optimierung 
der Glyzerol- und der Magnesiumchloridkonzentrationen zu sehen. Es deutet sich an, dass das 
Optimum für Glyzerol über 40 % liegt; allerdings konnte aus praktischen Gründen (hohe Vis-
kosität des Renaturierungsmedium und die Notwendigkeit anderer Zusätze) nicht mit noch 
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wurde dieses Salz im optimierten Medium am Ende nicht eingesetzt. Abbildungsteil B illus-
triert  einen  Teilaspekt  der  Optimierung  des  Redoxsystems,  bestehend  aus  dem Tripeptid 
Glutathion in seiner reduzierten (GSH) und oxidierten Form (GSSG) und dem pH. Letzterer 
Tab. 8: Untersuchte Einflussfaktoren auf die Renaturierung
Faktor Einheit Konzentrationsbereich
Minimum Maximum Optimum
GSH mM 0 30 14
GSSG mM 0 15 2
Glycerol % 0 60 40
Arginin mM 0 1000 650
MgCl2 mM 0 600 360c
Mg2SO4 mM 0 800 +b
NaCl mM 0 1500 +b
(NH4)2SO4 mM 0 750 +b
Guanidin HCl mM 0 500 n.e.
Refolding Optimizer % 0 55 55a
Vectrase mM 0 1 n.e.
Saccharose % 0 43 n.e.
Brij 35 % 0 0,1 n.e.
Tween 20 % 0 0,1 n.e.
Chaps % 0 0,1 +d
Triton X-100 % 0 0,05 +d
PEG 150 % 0 33 n.e.
Octanoyl-N-methylgluca-
mid
% 0 0,1 n.e.
pH 7.0 8.5 7.4
Alle Medien wurden  mit 100 mM TRIS (7.2 < pH < 8.5) oder 500
 
mM HEPES (7.0 < pH < 8.2) ge-
puffert und mit 2 mM EDTA sowie 0.02 % NaN3 versetzt.
+       positiver Effekt
n.e.   ohne Effekt
a ersetzt durch Glyzerol, das denselben Effekt hatte
b positiver Einfluss, aber wesentlich geringer als MgCl2
c ersetzt durch Arginin wegen höheren Einflusses
d nicht optimiert wegen schwacher Abhängigkeit
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Abb. 15: Optimierung von Einflussfaktoren des Renaturierungsmediums mittels zentral zusam-
mengesetzter Versuchspläne
Teil A: Prokathepsin F wurde 1/100 mit dem Renaturierungsmedium verdünnt (20 mM GSH; 7 mM 
GSSG; 70 mM Tris; 30 % RO, 1 mM EDTA und 0,02 % Azid; Glyzerol- und MgCl2-Konzentrationen 
variierten). 
Teil B: Prokathepsin F wurde 1/66,67 mit einem Renaturierungsmedium (50 mM Hepes; 40 % Glyze-
rol; 650 mM Arginin; 2 mM EDTA; 0,02 % Azid; GSH, GSSG und pH variierten) verdünnt. GSH 
wurde im selben Versuch optimiert, aber nicht mit dargestellt. Es wurde im Bereich von 10 bis 24 mM 
eingesetzt. 
In beiden Versuchen erfolgte die Renaturierung bei 16 °C ohne vorherige Reduktion des Prokathep-
sin F. Den Renautrierungsansätzen wurden in regelmäßigen Zeitabständen (A: 12 h, B: 5 h) jeweils 
acht Proben entnommen und bei -80 °C eingefroren. Die Prozessierungen der Proben (A: 120 min bei 
pH 4.0 und 37 °C mit 60 μM Pepsin;  B: wie im Methodenteil unter 6.2.3.5 beschrieben) und die Akti-
vitätsmessungen (Methodenteil Abschnitt 6.2.4) erfolgten anschließend gemeinsam. Die Berechnung 
der Renaturierungsausbeute erfolgte unter  Verwendung aller  im Zeitverlauf gemessenen Werte mit 
Gleichung 6 (siehe Abb. 13 im Abschnitt 7.3.1) mit Hilfe von nichtlinearer Regression. 
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wirkt indirekt durch Beeinflussung der Dissoziation der Sulfhydrylgruppen. Der Einfluss des 
pH ist deutlich sichtbar; GSSG-Konzentrationen über 2 mM haben demgegenüber keinen si-
gnifikanten Effekt. In Zusatzversuchen konnte aber nachgewiesen werden, dass GSSG-Kon-
zentrationen unter 2 mM zu einer deutlichen Verminderung der Renaturierungsausbeute füh-
ren.
Methodisch ähnlich wurde bei allen in der Tab. 8 aufgeführten Faktoren vorgegangen.
7.3.1.5 Verdünnung mit dem Renaturierungsmedium
Die Verdünnung der in GdnHCl gelösten Einschlusskörperchen mit dem Renaturierungsmedi-
um war ein weiterer Faktor, der Einfluss auf die Renaturierungsausbeute haben könnte. Dabei 
wurden die Verdünnungsverhältnisse 1/50; 1/66,67; 1/100; 1/150 und 1/200 untersucht. Bei 
der Betrachtung der Konzentrationen an aktivem Enzym am Ende der Renaturierung gab es 
zwischen 1/50 und 1/66,67 keinen Unterschied; dann kam es erwartungsgemäß mit zuneh-
mender  Verdünnung zu  einem Abfall.  Für  die  Folgeversuche  wurde  die  Verdünnung von 
1/66,67 benutzt, da sie zwei praktische Vorteile hatte: 1. Im Vergleich zu den höheren Verdün-
nungen ergab sich eine bessere Nachweisbarkeit des Renaturierungserfolges durch die höhe-
ren Produktkonzentrationen im Aktivitätstest. 2. Im Vergleich zur 1/50-Verdünnung ergab sich 
eine Ersparnis an Prokathepsin F bei der Herstellung der Renaturierungsansätze. 
7.3.1.6 Inkubation mit dem Substrat Z-Phe-Arg-AMC
Bei den Versuchen zur Autoprozessierung des Prokathepsin F fiel auf, dass während der kine-
tischen Messungen des vermuteten Prozessierungserfolges die Geschwindigkeit der Produkt-
bildung anstieg. Ausgehend von einem vergleichsweise geringen Startwert kam es zu einer 
exponentiellen Aktivitätssteigerung um Faktoren zwischen 5 und 10 auf einen sehr stabilen 
Endwert. Da dieser Effekt nur bei einer gewissen Mindestverdünnung der Proben mit dem 
Testmedium deutlich zu sehen war und im interessanten Verdünnungsbereich ein ungewöhnli-
cher, umgekehrt proportionaler  Zusammenhang  zwischen  Enzymaktivität und  eingesetzter 
Enzymkonzentration beobachtet wurde, lag zunächst der Gedanke an die Anwesenheit von 
niedermolekularen Inhibitoren im Renaturierungsmedium nahe, die durch die Verdünnung mit 
dem Testmedium ihre Wirksamkeit verlieren. (Diese Untersuchungen wurden bis zu einem 
Verdünnungsverhältnis von 1/800 durchgeführt, dann limitierte die Nachweisgrenze des Akti-
vitätstestes.) Um diese Inhibitor-Hypothese zu prüfen, wurden die Proben vor der Aktivi-täts-
messung gegen das Testmedium dialysiert. Das hatte aber keinen Effekt auf den beobachteten 
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Aktivitätsverlauf (Versuche nicht dargestellt). Folglich mussten andere Ursachen gesucht wer-
den, die dann letztlich in den Testbedingungen gefunden wurden. Diese unterschieden sich in 
vier Parametern von den Bedingungen der Autoprozessierung: pH, Proenzymkonzentration, 
Temperatur und Anwesenheit des Substrates. 
Um zwischen dem Effekt der Verdünnung, des pH, der Temperatur und des Substrates un-
terscheiden zu können, wurden autoprozessierte Proben geteilt; die eine Hälfte wurde sofort in 
üblicher Weise getestet, die andere kam bei gleicher Temperatur und gleicher Verdünnung in 
ein Testmedium, das genau die gleiche Zusammensetzung hatte, aber kein Substrat enthielt. 
Als nach maximal 90 min die erste Serie einen stabilen Endwert erreicht hatte, wurde auch 
der zweiten Serie das Substrat zugesetzt und erneut beobachtet. Es ergab sich das gleiche Er-
gebnis wie in der ersten Serie (siehe Abb. 16).
Diese Experimente beweisen, dass die Anwesenheit des Substrates für die Aktivitätssteige-
rung verantwortlich ist. Aus elektrophoretischen Untersuchungen war schon bekannt, dass (i) 
auch nach Abschluss der Autoprozessierung noch reichlich Proenzym vorhanden ist (siehe 
Abb. 19) und dass (ii) der größte Teil des nach der Heteroprozessierung vorhandenen Proen-
zyms von Pepsin rasch abgebaut wird (Abb. 17). Damit liegt die folgende Erklärung nahe: 
Das Präparat enthält auch nach dem Renaturierungsschritt noch reichlich inaktives Proenzym, 
das unter Testbedingungen die native Konformation einnimmt und dann eine vergleichsweise 
geringe katalytische Aktivität entwickelt. In der Literatur sind Substrate schon als Faltungshil-
fen beschrieben worden (Rudolph et al. 1997). Die katalytische Wirksamkeit des Proenzyms 
wird in einem nachfolgenden Abschnitt (7.3.4) belegt; sie ist erwartungsgemäß im Vergleich 
zu den publizierten Daten des reifen Kathepsin F viel geringer. 
Nach diesen unerwarteten Ergebnissen war es nahe liegend zu versuchen, dem Renaturie-
rungsmedium Substrate des Kathepsin F zu zusetzen, um die Ausbeute zu steigern. Der positi-
ve Einfluss des Substrates war aber nur unter Testbedingungen bei pH 6.0 nachweisbar, denn 
bei allen Experimenten, bei denen 5-20 µM Z-Phe-Arg-AMC direkt in das Renaturierungsme-
dium gegeben wurde, ergab sich kein Vorteil gegenüber dem Medium ohne Substrat. Auch 
das ist nicht ungewöhnlich; es sind für andere Kathepsine Renaturierungsprotokolle publiziert 
worden, die mit einem Wechsel des Mediums verbunden waren (Kopitar et al. 1996).
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Abb. 16: Versuch zur Unterscheidung des Einflusses  der Verdünnung und des Substrates auf 
die Aktivitätserhöhung
Prokathepsin F wurde 1/140 in Phosphatpuffer (100 mM pH 6.0; 2 mM EDTA; 2 mM DTT) verdünnt, 
dem entweder sofort (Messung beginnt zum Zeitpunkt 0) oder nach 90 min (Messung beginnt erst zu 
diesem Zeitpunkt) 20 µM Substrat (Z-Phe-Arg-AMC [grün] bzw. Z-Leu-Arg-AMC [blau]) zugegeben 
wurde. Die Inkubation erfolgte im Probenschacht des Mikrotiterplatten-Fluorometers, dessen Tempe-
ratur über einen so langen Messzeitraum konstruktionsbedingt langsam von 26 auf 28 °C anstieg.   
7.3.2 Prozessierung des Prokathepsin F
7.3.2.1 Prozessierung unter Katalyse mit Pepsin
Pepsin hat sich bei der heterokatalytischen Aktivierung der Prokathepsine L und S in der eige-
nen Arbeitsgruppe (Paul 2006, Kramer 2007) und auch schon bei der Aktivierung des Proka-
thepsin F bewährt (Wang et al. 1998, Fonovič  et al. 2004). Die Pepsinbehandlung führt zur 
korrekten Trennung der Proregion von der reifen Enzymdomäne (Brömme et al. 2004). Wie 
auch in den zitierten Publikationen wurden in den eigenen Untersuchungen zur Prozessierung 
von Prokathepsin F mit Pepsin der zeitliche Anstieg der Enzymaktivität und die Molekularge-
wichtsänderung durch Verlust der Proregion verfolgt.  Variiert wurden die vier Einflussfakto-
ren der Heteroprozessierung: Prozessierungsdauer von 2 min bis 6 h, Prozessierungstempera-
Ergebnisse                                                                                                                                  48   
tur von 23,5 °C bis 40 °C, pH-Wert des Prozessierungsmediums von 2.25 bis 4.5 und die Pep-
sinkonzentration im Bereich von 6,25 nm bis 300 µM. Die Elektrophoresen (Abb. 17) zeigten 
ein unerwartetes Ergebnis.
Prokathepsin F wurde nur zum kleineren Teil zum reifen Enzym umgesetzt, zum größeren 
Teil jedoch zerstört. Diese Ergebnisse wurden so interpretiert, dass der nicht renaturierte An-
teil abgebaut, der vollständig renaturierte Anteil korrekt aktiviert wird. Aufgrund der niedri-
gen Renaturierungsausbeute entstand durch Pepsinbehandlung nur wenig reifes Enzym, das 
nur im Aktivitätstest, nicht aber elektrophoretisch nachgewiesen werden konnte. Für diese Er-
klärung spricht auch die im Vergleich zu anderen Kathepsinen nur geringe Steigerung der Ak-
tivität durch die Pepsinbehandlung. Im Vergleich mit der direkten Aktivitätsmessung des Pro-
enzyms (siehe Abschnitt 7.3.1.6) ohne Pepsinbehandlung muss jedoch erwähnt werden, dass 
die maximale Aktivität viel schneller mit Pepsin (ca. 20 min, siehe Abb. 18) als ohne Fremd-
protease  (> 3 h, siehe Abb. 16) erreicht wird. 
Abb. 18 zeigt einen beispielhaften Versuch zu den Einflussfaktoren der Pepsinprozessie-
rung. Aufgrund der negativen Ergebnisse in der Elektrophorese wurden weitere Anstrengun-
gen unternommen, um bessere Versuchsbedingungen zu schaffen. Variiert wurde das Verdün-
nungsverhältnis des renaturierten Enzyms mit dem Prozessierungsmedium von 1/2 bis 1/20, 
der Puffer im Prozessierungsmedium (Zitrat 100 mM und Phosphat 100 mM) sowie die Peps-
inhersteller (Serva und Aldrich). Dabei wurden keine nennenswerten Unterschiede gefunden. 
Auch die Aktivitätsmessung wurde variiert: In einem Versuch wurden statt des im Methoden-
teil beschriebenen Verfahrens weiße Mikrotiterplatten und ein anderer Reader (Infinite M200 
der Firma Tecan) benutzt. Schließlich wurde noch versucht, zunächst eine Nachrenaturierung 
durch das Substrat durchzuführen und erst anschließend die Pepsinprozessierung zu starten. 
Aber auch dabei kam es zu keiner Steigerung der Prozessierungsausbeute über den in Abb. 18 
illustrierten  Bereich  hinaus.  Eine  systematische  Optimierung  durch  Experimente  auf  der 
Grundlage von zentral zusammengesetzten Versuchsplänen 2. Ordnung wie bei der Renaturie-
rung war wegen der zu geringen Menge an renaturiertem Proenzym nicht möglich.  
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Abb. 17: Elektrophoreti-




ten  im  15 %-igen  Gel  wie 
im  Methodenteil  unter 
6.2.3.1 beschrieben. Die In-
kubation  von  Prokathep-
sin F mit  25 nM Pepsin er-
folgte  bei  28.5 °C  in 
100 mM Zitratpuffer pH 3.5 
mit 2 mM EDTA und 2 mM DTT. Zu den angegebenen Zeitpunkten wurden dem gemeinsamen Ansatz 
Aliquots entnommen, mit 5x Probenpuffer versetzt und sofort auf 95 °C erhitzt.  Zum Vergleich wur-
den Pepsin und Prokathepsin F in den jeweils zur Prozessierung genutzten Konzentrationen mit aufge-
tragen.
Abb. 18: Zeitverlauf der Pepsinpro-
zessierung
Das  Prozessierungsmedium  enthielt 
100 mM  Zitratpuffer  pH 3.5  und 
25 nM  Pepsin  (Serva).  Es  wurde  im 
Verhältnis 1/5, 1/10 und 1/20 mit rena-
turiertem  Prokathepsin F  gemischt. 
Die Prozessierung erfolgte bei  20 °C. 
Dargestellt  sind  die  auf  gleiche  En-
zymmenge  normierten  Messwerte  für 
alle Verdünnungen. Die eingezeichnete 
Kurve wurde unter Verwendung von 
                      Y=Ymax x (1-exp(K x X))+Y0                                                                          Gleichung 7
mittels nichtlinearer Regression berechnet. Ymax  bezeichnet die maximale Enzymaktivität, Y0 die Aus-
gangsaktivität und K ist die Geschwindigkeitskonstante. Es lässt sich eine Steigerung der Enzymakti-
vität auf ca. das 7-fache mit maximaler Aktivierung nach 20 min erkennen. 
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7.3.2.2 Autoprozessierung
Die Autoprozessierung verläuft  ohne Anwesenheit  einer Fremdprotease und hat daher den 
Vorteil, dass diese vor der weiteren Verwendung des prozessierten Materials nicht wieder ent-
fernt werden muss. Zwar sind die autokatalytisch aktiven Kathepsine N-terminal um 2 bis 
6 Aminosäuren länger als in vivo, das hat jedoch keinerlei Auswirkungen auf deren Aktivitä-
ten (Brömme et al. 2004). Autoprozessierungsreaktionen können mono- oder bimolekular ver-
laufen. Im ersten Fall kommt es zu einer Konformationsänderung des Proenzyms, so dass die 
zu spaltende Peptidbindung ins katalytische Zentrum gelangt und hydrolysiert wird. Beim bi-
molekularen Mechanismus katalysiert spontan gebildetes reifes Enzym die Prozessierung des 
Proenzyms. Es wurden insgesamt 13 Versuchsreihen zur Autoprozessierung durchgeführt. 
Die vier Faktoren, die Einfluss auf diese Reaktion haben, wurden in einem weiten Bereich 
variiert: die Temperatur von 20 bis 40 °C, die Reaktionszeit von 2 Minuten bis 72 Stunden, 
die Verdünnung des Proenzyms von 1/2 bis 1/800 und der pH des Mediums von 3.5 bis 6.6. 
Kontrolliert wurde der Erfolg der Autoprozessierung neben der obligaten Aktivitätsmessung 
auch mittels SDS-PAGE und MALDI. Ein massiver Anstieg der Enzymaktivität um Faktoren 
von etwa 100, wie das bei anderen Kathepsinen beobachtet wurde (Kramer et al. 2007), trat 
nie ein. Bei der üblichen Proenzymkonzentration lagen die Ausgangswerte erwartungsgemäß 
an der unteren Nachweisgrenze und der vermutete Aktivitätszuwachs war nicht sicher mess-
bar. Bei sehr hohen Konzentrationen an Proenzym war dann dessen geringe katalytische Akti-
vität gut messbar und es kam während der kinetischen Messungen zu einer deutlichen Zunah-
me der Enzymaktivität. Dieses Phänomen und die Konsequenzen sind bereits im Abschnitt 
7.3.1.6 ausführlich beschrieben worden (Abb. 16). 
Die Autoprozessierung ist definitionsgemäß mit einer Molekulargewichtsänderung verbun-
den. Danach wurde mittels Elektrophorese und MALDI-ToF gesucht. In allen Elektrophore-
sen blieb die Bande des Prokathepsin erhalten, ohne dass eine neue Bande mit kürzerem Mo-
lekulargewicht hinzu trat (Abb. 19). Auch massenspektrometrisch konnte nie ein deutlicher 
Gipfel mit einem Molekulargewicht unterhalb des Proenzyms nachgewiesen werden. 
Obwohl die Prokathepsin-F-Bande in der elektrophoretischen Trennung (Abb. 19) als auch 
der entsprechende Gipfel bei der Massenspektroskopie keine eindeutige Intensitätsabnahme 
während der Inkubationszeit erkennen ließen, wurden mögliche Artefakte durch Bindung des 
Prozessierungsprodukts an die Oberfläche der verwendeten Reaktionsgefäße aus Kunststoff 
ausgeschlossen. In einer ersten Versuchsreihe wurden dem Prozessierungsmedium verschiede-
nen Detergenzien  (2-5 % DMSO; 0.05-0.1 % Triton; 0.05-0.1 % Chaps; 0.05-0.1 % Brij 35) 
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zugesetzt und im zweiten Experiment benutzte ich zur Inkubation Glasküvetten, in denen in 
regelmäßigen Zeitabständen das Spektrum der endogenen Tryptophanfluoreszenz gemessen 
wurde. Durch die Prozessierung würde sich die Zahl der Tryptophanreste vermindern, was zu 
einer Veränderung des Emissionsspektrums führt. Auch eine Proteinbindung an die Glasober-
fläche hätte zu einer Verminderung der Signalhöhe geführt. Aber in diesem Versuch blieben 
alle Parameter während der Beobachtungszeit gleich. 
Abb. 19: Kontrolle des Molekulargewichtes während eines Versuches zur Autoprozessierung
Prokathepsin F  wurde  im  Verhältnis  1/10  mit  Autoprozessierungspuffer  (150 mM Azetat; 
2 mM EDTA; 5 mM DTT pH 5.0) gemischt und bei 22 °C inkubiert. Zu den angegebenen Zeiten wur-
den Proben zur Elektrophorese (siehe Methodenteil 6.2.3.1) und  zur Aktivitätsmessung (Methodik un-
ter Punkt 6.2.4, die Ergebnisse sind im Text beschrieben) entnommen. 
Alle geschilderten Experimente lassen nur den Schluss zu, dass eine Autoprozessierung des 
kurzen Prokathepsin F nie gelang. Auf mögliche Gründe wird in der Diskussion eingegangen. 
7.3.3 Bestimmung des kcat-Wertes für Prokathepsin F
Die Konzentrationsbestimmung an aktivem Enzym ist Voraussetzung zur Berechnung der ka-
talytischen Konstante (kcat). Dazu wurde mit E64 titriert und mit Hilfe der Titrationsgleichung 
(Gleichung 8) die Enzymkonzentration berechnet. Abb. 20 Teil A zeigt den entsprechenden 
Versuch für eine nicht reduzierend denaturierte und anschließend renaturierte und konzentrier-
te Prokathepsin-F-Charge.  Es ergab sich eine Enzymkonzentration von  2,225 µM.  Zur Be-
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stimmung von kcat wurde  die  Reaktionsgeschwindigkeit  des  ungehemmten Prokathepsin  F 
(Y0-Wert aus Abb. 20 A) unter Verwendung der Eichkurve (Abb. 20 B) in µM Produkt x s-1 
umgerechnet und danach durch die mikromolare Enzymkonzentration ([Et] aus Abb. 20 A) di-
vidiert. Es ergab sich eine Wechselzahl kcat  = 2,4 x 10-4 sec-1,  auf die in der Diskussion aus-
führlich eingegangen wird.
7.3.4 KM-Wert-Bestimmung für Prokathepsin F
Da bereits das Proenzym hydrolytisch aktiv war und weder die Behandlung mit Pepsin noch 
die Autoprozessierung die Enzymaktivität bedeutend steigern konnten, wurden direkt im An-
schluss an die Renaturierung Aktivitätsmessungen zur Charakterisierung des Proenzyms vor-
genommen und versucht, einen KM-Wert für das Proenzym zu ermitteln.
Abb. 21 zeigt das Ergebnis entsprechender Versuche. Die höchste Enzymaktivität wurde bei 
einer Substratkonzentration von 20-30 µM gefunden, danach sank sie wieder ab. Dieses Phä-
nomen der Substrathemmung bei Kathepsinen ist sowohl aus der Literatur (Vasiljeva  et al. 
2003) als auch aus der eigenen Arbeitsgruppe (Kleint 2005) gut bekannt und typisch für den 
Umsatz von künstlichen Peptidsubstraten durch Proteasen. Aus den Messwerten konnten al-
lerdings durch nichtlineare Regressionen unter Verwendung der Gleichung 5 für die Substrat-
hemmung  von  Enzymen,  die  ansonsten  einen  Michealis-Menten-Mechanismus  aufweisen, 
weder die Hemmkonstante des Substrates gegenüber dem Enzym (Ki) noch die Michaelis-
Menten-Konstante für das eingesetzte Substrat (KM) zuverlässig ermittelt werden.
Da es nicht Ziel der Arbeit war, das Proenzym detailliert zu charakterisieren, sondern mit 
der Versuchsreihe nur die für eine zuverlässige und empfindliche Messung notwendige Sub-
stratkonzentration im Testmedium bestimmt werden sollte, wurden keine weiteren Anstren-
gungen zur genaueren Quantifizierung der kinetischen Konstanten unternommen. Das oben 
genannte qualitative Ergebnis ist  ausreichend um den Prokathepsin-F-Test so zu gestalten, 
dass damit Renaturierungsausbeuten zuverlässig bestimmt werden können. Auf den molekula-
ren Mechanismus der Substrathemmung wird in der Diskussion eingegangen.
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                 Abb. 20: Bestimmung des kcat-Wertes für Prokathepsin F 
Teil A: In acht Wells einer F-MTP wurde Testmedium mit 18 µM Z-Phe-Arg-AMC oder Z-Leu-Arg-
AMC und 0 bis 210 nM E64 pipettiert und mit jeweils 2,5 µl Enzymlösung vermischt. Unmittelbar an-
schließend wurde die Enzymaktivität 30 min lang kinetisch gemessen. Die mit zwei unterschiedlichen 
Substraten ermittelten mittleren Reaktionsgeschwindigkeiten sind als Funktion der E64-Konzentration 
dargestellt. Die Auswertung erfolgte durch nichtlineare Regression unter Verwendung der Titrations-
gleichung: 
               Y=Y0/Yt x (SQRT((Ki+X-Yt) x (Ki+X-Yt)/4+Yt x Ki)-(Ki+X-Yt)/2)+C         Gleichung 8
Y bezeichnet die freie Enzymkonzentration; X die E64-Konzentration; Yt die totale Enzymkonzentrati-
on. Y0/Yt ist ein Proportionalitätsfaktor, der die Angabe der Enzymaktivität in willkürlichen Einheiten 
zulässt, und Ki  die Inhibitionskonstante. 
Teil B: Dargestellt ist die Eichkurve für die Messung von AMC mit dem Fluorometer Spectra Max Ge-
mini bei Standard-Messbedingungen (360 nm Anregungswellenlänge, 440 nm Emissionswellenlänge, 
weiße F-Well-Platten, siehe auch Methodenteil 6.2.4). Die eingezeichnete Eichkurve gilt für den ge-
samten Messbereich und wurde mit der Gleichung für eine exponentielle Eichkurve (Gleichung 9) er-
rechnet. 
                 Y=A x X x exp(-B x X)+C                                                                         Gleichung 9
Der für die kcat-Berechnung  (Produktkonzentration sehr klein) relevante Proportionalitätsfaktor ent-














































Ergebnisse                                                                                                                                  54   
Abb. 21: Versuch der KM-Bestimmung 
Dem Testmedium wurde Prokathepsin F im Verhältnis 1/100 zugesetzt (pro Well 2,5 µl Enzym zu 
247 µl Testpuffer). Es hatte folgende Zusammensetzung: Zitratpuffer 100 mM pH 6.0; 2 mM DTT; 
2 mM EDTA; max. 1 vol% DMSO; variable  (5-100 µM) Konzentration von Z-Phe-Arg-AMC. Die 
Aktivitätsmessungen erfolgten wie unter 6.2.4 beschrieben über 15 min. Die Grafik enthält die Ergeb-
nisse von drei unabhängigen Einzelversuchen, in denen in der Regel Doppelbestimmungen durchge-
führt wurden. Es sind der Mittelwert (Symbol) und der Standardfehler (Antennen) abgebildet. Die bei-
den Kurven wurden durch nichtlineare Regression (Gleichung 5) unter Fixierung des KM auf die im In-
set angegebenen Werte ermittelt, um zu zeigen,  dass  KM-Werte von 20 bis 50 mM zu fast identi-
schen Kurven führen.
7.4 Inhibitionsstudien des Propeptides vom Kathepsin F mit verwandten 
Cysteinproteasen
Während die Enzymdomänen innerhalb der Familie der Cysteinproteasen recht ähnlich struk-
turiert sind, gibt es starke Unterschiede zwischen den Proregionen. Die Propeptide können ihr 
Mutterenzym (erstmals entdeckt beim Kathepsin B, Fox  et al. 1992), aber auch verwandte 
Kathepsine inhibieren (Übersicht bei Wiederanders et al. 2003). Dabei wird das Ausmaß der 
Hemmung verwandter Kathepsine als Hinweis auf strukturell und funktionell sehr ähnliche 
Proteinabschnitte aufgefasst und daraus versucht, den Verwandtschaftsgrad zwischen den Ka-
thepsinen zu erkennen. 
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Der hemmende Einfluss des Kathepsin-F-Propeptides  auf die Kathepsine F,  L,  H und S 
wurde, wie im Methodenteil beschrieben (6.2.7), im Konzentrationsbereich von etwa 50 nM 
bis 300 nM untersucht. Weder Pepsin behandeltes noch natives Prokathepsin F, ebenso wie 
die Kathepsine H und S ließen sich durch Zugabe von 0,3 µM des gereinigten Propeptides in-
hibieren (nicht dargestellt). Daraus ergeben sich folgende Schlussfolgerungen: 1. Die Kathep-
sine H und S werden nicht  durch das  Kathepsin-F-Propeptid  gehemmt.  2. Eine eindeutige 
Aussage zur Wechselwirkung zwischen dem Kathepsin-F-Propeptid und seinem Mutterenzym 
ist nicht möglich, weil für dieses Experiment keine reine Kathepsin-F-Präparation zur Verfü-
gung stand. Die fehlende Hemmwirkung in dem Experiment mit Pepsin behandeltem Proka-
thepsin F ist vermutlich die Folge des raschen Abbaus des zugesetzten Propeptides durch Pep-
sin. Dieser Versuch wäre nur im Fall einer nachweisbaren Hemmung interessant geworden; 
das war schon bei der Planung klar (Näheres dazu in der Diskussion). 
Die Funktionstüchtigkeit des Kathepsin-F-Propeptides zeigte sich dann in Versuchen mit 
Kathepsin L: Die Produktbildung unter dem Einfluss des gereinigten Propeptides vom Ka-
thepsin F wurde geringer; und zwar umso stärker, je höher dessen Konzentration war. Näheres 
zu diesem Hemmmechanismus wird ebenfalls im Diskussionsteil erläutert. Um zu kontrollie-
ren, ob die partielle Zerstörung des Propeptids während der Reinigung zu einer Beeinträchti-
gung seiner inhibitorischen Funktion geführt hat, wurden die Inhibionsversuche mit den Ka-
thepsinen S und L auch mit  dem ungereinigten Material  durchgeführt  (wie im Methoden-
teil 6.2.7 beschrieben). Es ergaben sich die gleichen Ergebnisse. Die Hemmwirkung wurde 
gegenüber Kathepsin L für das ungereinigte und das gereinigte Propeptid durch die Bestim-
mung des Ki quantifiziert (Abb. 22). Die Ergebnisse stimmen gut überein (121 bzw. 82,5 nM).
Denkbar ist natürlich auch, dass das Kathepsin-F-Propeptid ein gutes Substrat für das Ka-
thepsin L darstellt. Dann würden aufgrund der Konkurrenz des Propeptides mit dem im Test 
eingesetzten fluorogenen Substrat Z-Phe-Arg-AMC ebenso die gemessenen Aktivitäten zu-
rückgehen, ohne dass aber eine tatsächliche Inhibition vorliegt. Um auszuschließen, dass den 
Ergebnissen solch ein Mechanismus nicht zugrunde liegt, wurde ein weiterer Inhibitionsver-
such mit Kathepsin L unter elektrophoretischer Kontrolle durchgeführt (Abb. 23).
Man erkennt, dass es während der 45-minütigen Inkubationszeit zu keiner sichtbaren Ver-
änderung der Propeptidbande kommt. Das beweist, dass die auch in diesem Zusatzexperiment 
beobachtete  Verringerung der  Kathepsin-L-Aktivität  durch eine echte  Inhibition  und nicht 
durch Konkurrenz mit einem anderen, nicht fluorogenen Substrat hervorgerufen wird.




A                                                                   B
Abb. 22: : Hemmwirkung des Kathepsin-F-Propeptides  auf Kathepsin L
Zunächst erfolgten kinetische, fluorometrische Messungen über 15 min mit verschiedenen Propeptid-
konzentrationen wie unter 6.2.7 im Methodenteil beschrieben. Beim ungereinigten Propeptid wurden 
zu jeder Propeptidkonzentration (bis 3,2 µM) Vierfach-Bestimmungen durchgeführt, beim gereinigten 
Propeptid (bis 286 nM) unter Kenntnis von Voruntersuchungen in dem gezeigten Versuch nur Einfach-
bestimmungen. 15,24 nM Kathepsin L reagierten im Testmedium (125 mM Na+-K+-Phosphat pH 6.1; 
2 mM EDTA; 2 mM DTT; 0.01 % Triton X 100) mit 5 µM Z-Phe-Arg-AMC. Es wurden die Kurven-
anstiege bei den verschiedenen Propeptidkonzentrationen zur Ermittlung eines Ki-Wertes mit Hilfe der 
Gleichung 5 genutzt. Dieser beträgt 121 ± 21.03 nM für das ungereinigte und 82.48 ± 14.12 nM für 
das gereinigte Propeptid.
Abb. 23: Elektrophoretische Kontrolle zum 
Ausschluss  des Abbaus des Kathepsin-F-
Propeptides durch Kathepsin L
Es wurde ein Inhibitionsexperiment  unter  den 
gleichen Bedingungen wie im Methodenteil un-
ter 6.2.7 beschrieben durchgeführt. Zugegeben 
wurden  3,15 µM  ungereinigtes  Propeptid.  Es 
erfolgte  eine  kontinuierliche  fluorometrische 
Messung des  Z-Phe-Arg-AMC-Umsatzes  über 
45 min. Im Abstand von 15 min wurden aus den 
Wells  Proben für  die  Elektrophorese  entnom-
men, in 5 x-Probenpuffer aufgenommen und anschließend gemeinsam in einem 12,5 %-igen Gel ge-
trennt (siehe Methodenteil 6.2.3.1). Die Bahn ohne Enzym dient der Kontrolle. Die Propeptidbande 
(11,9 kDa) ist am unteren Gelrand zu sehen.
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8. DISKUSSION
Das Interesse der  Arbeitsgruppe gilt  den Struktur-Funktions-Beziehungen der  Proregionen 
von Cysteinproteasen der Papainfamilie. Bisher konnte gezeigt werden, dass die  Proregionen 
für  die  Zielsteuerung  des  Proenzyms  zu  den  Zellkompartimenten,  die  Faltung  und  die 
Hemmung des reifen Enzyms verantwortlich sind (Wiederanders et al. 2003). 
Eine besonders interessante Proregion besitzt das Kathepsin F, das Gegenstand meiner Ar-
beit war. Mit 251 Aminosäuren ist sie die längste Proregion unter allen bekannten Cysteinpro-
teasen der Säugetiere. Das reife Enzym und der C-terminale Teil der Proregion zeigen Homo-
logien  mit  den  anderen  Familienmitgliedern,  aber  am  N-Terminus  befindet  sich  zusätz-
lich eine Cystatin-ähnliche-Domäne, die bisher bei noch keiner anderen Cysteinprotease iden-
tifiziert wurde. Von ihr wird angenommen, dass sie wegen der Sequenzähnlichkeit mit Cysta-
tinen aus verschiedenen Spezies das reife Enzym inhibieren könnte (Nägler et al. 19991), wie 
das in der Einleitung bereits ausführlich dargestellt worden ist. Außer der Aminosäuresequenz 
ist über Struktur und Funktion der Kathepsin-F-Proregion bisher noch nichts bekannt -  im 
Gegensatz zu den Proregionen der meisten anderen menschlichen Papainfamilienmitglieder, 
wie beispielsweise Kathepsin S (Pietschmann et al. 2002), L und H (Benedix 2007), B und X 
(Beckmann 2006) sowie K (Kleint 2005). Wie diese Auflistung zeigt,  gibt es beim Experi-
mentieren mit humanen Cysteinproteasen und deren Proregionen in der Arbeitsgruppe lang-
jährige methodische Erfahrungen, auf deren Grundlage  die Funktion der Proregion des Ka-
thepsin F untersucht werden sollte.
Aus der Literatur war bekannt, dass (1) sich Prokathepsin F in Pichia pastoris (Wang et al.  
1998, Somoza et al. 2002, Ho et al. 2002) und Sf9-Insektenzellen (Fonovič et al. 2004) nicht 
vollständig exprimieren lässt, (2) zur Autoprozessierung widersprüchliche Ergebnisse erhalten 
wurden  (Wang  et.  al.  1998,  Fonovič et  al. 2004)  und  (3)  der  Zusatz  von  Pepsin  zur 
Prozessierung nicht nur die Proregion, sondern auch das reife Enzym zu über 50 % zerstört 
(Ho et al. 2002). Es war daher abzusehen, dass die Zielstellung der Arbeit – Herstellung und 
Charakterisierung der Kathepsin-F-Proregion – nicht einfach zu lösen sein wird. Mein Plan 
war  die  Verwendung  bakterieller  Expressionssysteme,  die  von  der  Arbeitsgruppe  schon 
mehrfach bei ähnlichen Vorhaben erfolgreich eingesetzt wurden. Der Plan erschien realistisch, 
denn dieser vergleichsweise einfache Ansatz wurde beim Prokathepsin F noch nie probiert; 
lediglich  die  erfolgreiche  Expression  eines  Fusionsproduktes  der  Enzymdomäne  mit  der 
Glutathion-S-Transferase in  E. coli ist bisher beschrieben worden (Santamaría  et al. 1999). 
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Wegen des Fehlens der kompletten Proregion konnte sich dieses Fusionsfragment aber nicht 
korrekt  falten  und  hatte  nur  eine  verschwindend  geringe  katalytische  Wirkung.  Dieses 
Negativ-Ergebnis war bei der Planung meiner Versuche berücksichtigt worden; alle DNA-
Konstrukte enthielten entweder die vollständige Proregion (251 AS) oder den zu den übrigen 
Mitgliedern der Papainfamilie homologen Teil (101 AS, siehe auch Abb. 6 im Ergebnisteil 
7.1.1). Letztlich gelang mir aber nur die bakterielle Herstellung der verkürzten Proteine. Der 
Einschluss  der  Cystatin-ähnlichen  Domäne  verhindert  auf  bislang  unbekannte  Weise  die 
Expression.  Da das erhebliche  Konsequenzen für den geplanten Ablauf hatte (Wegfall aller 
Experimente  zur  Funktion  der  Cystatin-ähnlichen  Domäne  des  Propetids),  habe  ich  mit 
erheblichem  Aufwand  nach  möglichen  Ursachen  dieses  Misserfolges  gesucht  und 
insbesondere das Codon-Usage-Problem analysiert. 
Codon-Usage und Expression der Cystatin-ähnlichen Domäne
Seit langem ist bekannt, dass die Expression und damit die zytosolische Konzentration der 
tRNAs für die verschiedenen Codons in allen Bakterienspezies sehr unterschiedlich, nahezu 
artspezifisch ist (Ikemura et al. 1981). Dabei ist deren Konzentration optimal auf die Anzahl 
der  komplementären  Codons  im  eigenen  Genom  abgestimmt  (Ikemura  et  al. 1981).  Sie 
ändern  sich  sogar  mit  der  Wachstumsrate,  d.h.  die  tRNA-Verteilung  passt  zu  dem 
Proteinmuster,  das  spezifisch  für  die  entsprechende  Wachstumsgeschwindigkeit  ist.  Das 
relative Verhältnis  der  tRNAs im Zytosol  der  Zelle  spiegelt  also deren  Ansprüche an die 
Translation wider (Ikemura et al. 1981 ). Untersuchungen mit Phagengenen zeigten, dass die 
Korrelation zwischen Codons in  deren Genom und den tRNAs des Wirtsorganismus weit 
weniger stark, jedoch höher als im Vergleich mit anderen, zufällig ausgewählten Genomen ist 
(Ikemura et al. 1981). Wenn in E. coli das artfremde humane Kathepsin F produziert werden 
soll, könnte es also aufgrund eines relativen Mangels der benötigten tRNAs zum vorzeitigen 
Abbruch der Translation kommen. Das Phänomen tritt  generell bei heterologer Expression 
auf, also auch in anderen Wirtsorganismen wie beispielsweise Hefezellen. Es ist umso größer, 
je höher die Wachstumsrate der Wirtszellen ist, d.h. je mehr „seltene“ tRNAs pro Zeiteinheit 
benötigt werden (Ikemura et al. 1981; Dong et al. 1996), und je mehr „seltene“ tRNAs in der 
zu exprimierenden Sequenz vorkommen. Da sich insbesondere am N-Terminus des humanen 
Prokathepsin F  die  „seltenen“  Codons  häufen  (Tab. 7,  Abschnitt  7.1.1),  waren  sowohl  in 
E. coli als  auch  in  P. pastoris vor  allem bei  der  Cystatin-ähnlichen Domäne  Probleme zu 
erwarten.  Auch  Versuche  mit  dem  E.coli-Rosetta-Stamm,  der  für  Codon-Usage-Probleme 
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gedacht  ist  und  durch  ein  zusätzliches  Plasmid  tRNAs  für  5  sonst  selten  exprimierte 
Aminosäuren verstärkt produzieren kann, hatten keinen Erfolg (siehe auch Ergebnisteil 7.1.1). 
Renaturierung des verkürzten Prokathepsin F
Um doch noch aktives Kathepsin F zur Durchführung der geplanten Inhibitionsstudien mit 
dem Propeptid zu gewinnen, konzentrierte ich mich auf die Herstellung der verkürzten Form, 
was ursprünglich nur zu Vergleichszwecken mit den Literaturdaten geplant war. Verkürztes 
Prokathepsin F ließ sich zwar bakteriell vergleichsweise gut exprimieren, jedoch nur schwer 
in die native, enzymatisch aktive Konformation falten. Bei pauschaler Betrachtung erscheint 
das  nicht  verwunderlich,  denn  nach  Anfinsens  Theorie  der  Proteinfaltung  besitzt  nur  die 
vollständige  Primärstruktur  die  Information  zur  Ausbildung  der  Tertiärstruktur  (Anfinsen 
1973). Im konkreten Fall war ich aber davon ausgegangen, dass sich Kathepsin F auch ohne 
Cystatin-ähnliche Domäne korrekt falten kann, denn seine Struktur zeigt starke Ähnlichkeiten 
mit dem Kathepsin W (siehe Einleitung 4.1, Abb. 1 und Tab. 9), welches seine Konformation 
spontan ausbildet, jedoch nicht katalytisch aktiv ist (Bühling  et al. 2000). Offensichtlich ist 
die  Cystatin-ähnliche  Domäne  aber  doch  zur  korrekten  Faltung  des  Prokathepsin F 
notwendig. Dies ist ein erstes, wenn auch unerwartetes Ergebnis meiner Untersuchungen und 
die  erste  (indirekt)  nachgewiesene  Funktion  der  Cystatin-ähnlichen Domäne. Der 
offensichtliche  Misserfolg  der  ersten  Renaturierungsexperimente  hat  mich  nicht  davon 
abgehalten, die Renaturierungsversuche fortzusetzen, denn es ist bekannt, dass durch Zusatz 
spezieller  Substanzen (z.B. RO, Glyzerin) auch Teilsequenzen eines Proteins in die native 
Konformation gebracht werden können, wenn auch oft nur mit geringerer Ausbeute. So ist 
beispielsweise beim Kathepsin S gezeigt worden, dass die Renaturierungsausbeute zwar um 
zwei Größenordnungen geringer ausfällt, wenn die Proregion fehlt, aber dennoch messbare 
Enzymaktivität entsteht (Tobbell et al. 2002). Der eigenen Arbeitsgruppe gelang ebenfalls die 
Renaturierung einer Cysteinprotease ohne Proregion, nämlich beim Kathepsin B. Aber auch 
hier  bewirkte  der  Zusatz  des  Propeptides  (d.h.  der  isolierten  Proregion)  zum 
Renaturierungsmedium  eine  Steigerung  der  Ausbeute  um  eine  Größenordnung 
(Beckmann 2006).  Die  korrekte  Faltung  des  Falcipain 2,  einer  Cysteinprotease  der 
Papainfamilie aus  Plasmodium falciparum, ist mit guter Ausbeute (zwischen 53 und 76 %) 
sogar gänzlich ohne Proregion möglich (Sijwali et al. 2002). 
Bei den Versuchen zur Erhöhung der Renaturierungsausbeute machte ich eine interessante 
Beobachtung, die bisher noch für kein anderes Kathepsin publiziert wurde: Der Zusatz der für 
Kathepsin F  spezifischen  fluorogenen  Peptidsubstrate  begünstigt  die  Ausbildung  der 
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Tertiärstruktur,  erkennbar  am  Anstieg  der  enzymatischen  Aktivität  in  Gegenwart  der 
Substrate. Eine nahe liegende Erklärung wäre, dass bei der Renaturierung des Prokathepsin F 
ein Intermediat mit einer Molten-Globule-Struktur entsteht, das noch nicht katalytisch aktiv 
ist. Erst durch die Anwesenheit von Substraten bei physiologischem pH erlangt das Molekül 
seine  finale,  katalytisch  aktive  Konformation.  In  der  Literatur  sind  Substrate  schon  als 
Faltungshilfen beschrieben worden, beispielsweise für Lysozym (Tomizawa et al. 1994). Dass 
die  Versuche  zur  Renaturierung  unter  Verwendung  der  Substrate  nicht  im  präparativen 
Maßstab weitergeführt wurden, hatte vor allem einen ökonomischen Grund: Man hätte viel 
teures  Substrat  verbraucht,  lediglich  im  analytischen  Maßstab  wurde  der  zweite 
Renaturierungsschritt (d.h. die Renaturierung nach Substratzugabe) genutzt. 
Prozessierung des verkürzten Prokathepsin F
Um Material für die geplanten Inhibitionsstudien zu gewinnen, versuchte ich, das mit geringer 
Ausbeute renaturierte Prokathepsin F autokatalytisch oder durch Pepsinbehandlung in die rei-
fe Form zu überführen. Die meisten Cysteinproteasen zeigen ein Autoaktivierung durch Inku-
bation bei pH-Werten zwischen 4.0 und 4.5 (Brömme et al. 2004). Für das humane Kathep-
sin F lagen uns widersprüchliche Angaben vor. Wang et. al. gelang nach Expression einer N-
terminal um 180 Aminosäuren verkürzten Version des Kathepsin F in P. pastoris eine erfolg-
reiche Autoaktivierung bei 37°C und pH 4.2 nach 48 h Inkubationszeit. Die Aussagekraft ih-
rer Daten ist jedoch eingeschränkt, da nicht ausgeschlossen werden konnte, dass die Prozes-
sierung durch Proteasen des Hefekulturüberstandes katalysiert wurde. Eine partielle Proteoly-
se des Präkursors ohne enzymatische Aktivierung beobachteten Fonovič et al. bei pH-Werten 
von 4.5 bis  5.0.  Sie  arbeiteten  mit  Baculovirus  infizierten  Sf9-Insektenzellen.  Sehr  wahr-
scheinlich wurde die Molekulargewichtsverminderung durch die V-Cath-Protease des Virus' 
katalysiert, wie es bereits für das Prokathepsin C gezeigt werden konnte (Dahl  et al. 2001). 
Unter Berücksichtigung dieser Ergebnisse führte ich mehrere Versuchsreihen zur Autoprozes-
sierung des Prokathepsin F mit Variation von pH, Temperatur und Inkubationszeit durch, ohne 
dass eine Verkürzung des Proteins oder eine Änderung der Aktivität beobachtet werden konn-
te. Eine Selbstzerstörung des Enzyms ist aufgrund der gleichbleibenden Bandenintensität in 
den elektrophoretischen Kontrollen auszuschließen; auch mit  MALDI-ToF fand ich immer 
nur das unveränderte Zymogen. Eine hochwahrscheinliche Ursache für das Misslingen dieser 
Versuche ist die geringe Konzentration an renaturiertem Prokathepsin F im Ausgangsmaterial, 
denn die Autoprozessierungsreaktion bei anderen Mitgliedern der Papainfamilie hat sowohl 
eine monomolekulare als auch eine bimolekulare Komponente, letztere ist konzentrationsab-
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hängig (Kramer et al. 2007). Es kann aber durchaus auch sein, dass Prokathepsin F nicht zur 
Autoprozessierung befähigt ist.  Das wäre der Fall,  wenn die Zielsequenz für die limitierte 
Proteolyse so blockiert ist, dass es keine Katalysemöglichkeit für das aktive Zentrum gibt, 
z. B. durch Substrateinlagerung. Vielleicht beschränkt sich dieses Problem auch nur auf die 
verkürzte Form des Prokathepsin F. Letzteres wird auch von Fonovič und Mitarbeitern für das 
im Baculovirus-System exprimierte Prokathepsin F diskutiert. Zwar können die meisten der 
bekannten Cysteinproteasen  in vitro autoaktiviert werden, es sind aber in der Literatur auch 
schon Ausnahmen beschrieben worden, beispielsweise die Kathepsine X (Nägler et al. 19992) 
und C (Dahl et al. 2001) oder das Kathepsin-B-ähnliche Proenzym von Schistosoma mansoni 
(Lipps  et al. 1996). Sie alle benötigen zur Aktivierung in vitro eine zusätzliche Protease.  In  
vivo sind bei der Kathepsinprozessierung oft Fremdproteasen beteiligt, beispielsweise Metal-
loproteasen zur Aktivierung der Prokathepsine B, H und L (Hara et al. 1988), Kathepsin D zur 
Aktivierung von Prokathepsin H (Nishimura and Kato 1988) und Prokathepsin B (Kawabata 
et al. 1993) sowie eine Leupeptin-sensitive Protease zur Aktivierung von Prokathepsin L (Nis-
himura et al.  1995). Dass Fremdproteasen auch für die Aktivierung des Kathepsin F in vitro 
und in vivo notwendig sein könnten, ist also nicht ausgeschlossen. 
Die Prozessierung durch Pepsin ist eine zweite bewährte und häufig genutzte Möglichkeit 
zur Aktivierung von Cysteinproteasen. Vorteile sind neben der vollständigen Abtrennung der 
Proregion der gleichzeitige Abbau störender Fremdproteine in der Präparation (Brömme et al. 
2004, Kramer et al. 2007). Dass trotz Variation aller Einflussfaktoren der Pepsinprozessierung 
nur sehr wenig reifes Enzym entstand (siehe Ergebnisse 7.3.2.1), ist sehr wahrscheinlich dar-
auf zurückzuführen, dass Pepsin nur das korrekt renaturierte Proenzym aktivieren kann. Der 
Großteil des Proenzyms lag nach der Renaturierung sehr wahrscheinlich in einer Molten-glo-
bule-Konformation vor, die erst durch den Substratzusatz in die native Struktur überging. Sol-
che Molten-globule-Strukturen werden durch Pepsin sehr schnell  abgebaut (Fontana  et al. 
2004), was die beobachtete Prokathepsin-F-Zerstörung durch Pepsin erklären würde. Natür-
lich wurde auch versucht, vor der Pepsinprozessierung durch Substratzusatz die Renaturie-
rungsausbeute zu erhöhen. Unter Standardbedingungen kam es dabei aber zu einem völligen 
Aktivitätsverlust, dessen Ursache mit der minimalen Menge an nach-renaturiertem Prokathep-
sin F (d.h. nach Substratzusatz renaturiertem Kathepsin F), die mir zur Verfügung stand, nicht 
zu ermitteln war. Dieser Versuch ist deshalb in den Ergebnissen gar nicht mit aufgeführt.
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Enzymkinetische Charakterisierung des Prokathepsin F 
In den Versuchsreihen zur Optimierung der Pepsinprozessierung konnte man beobachten, dass 
schon vor der Zugabe des Pepsins Enzymaktivitäten messbar sind. In speziellen Versuchen 
zur proteolytischen Aktivität des Proenzyms bestätigte sich der Verdacht, dass diese so ge-
nannten „Anfangsaktivitäten“ der Aktivität des Proenzyms entsprechen, die deshalb messbar 
werden, weil die Enzymkonzentration im Test relativ hoch gewählt worden war, um die Nach-
weisempfindlichkeit für das reife Enzym zu steigern. Berücksichtigt man diese Tatsache und 
die Beobachtung, dass Pepsin in kurzer Zeit fast das gesamte Proenzym zerstört hat (siehe 
Abb. 17 im Ergebnisteil 7.2.3.1), muss die geringe Steigerung der Aktivität im Verlauf der 
Pepsinprozessierung durch die vollständige Aktivierung eines kleinen Teils, vermutlich der 
korrekt renaturierten Prokathepsin-F-Moleküle verursacht worden sein, denn sonst hätte die 
Überlagerung mit dem Totalverlust der Proenzymaktivität nach Pepsinzusatz zu einem Abfall 
der im Test gemessenen Aktivität führen müssen. 
Dass auch Prokathepsine katalytisch aktiv sind, ist eine beispielsweise für das Prokathep-
sin L (Mason et al. 1987, McDonald and Emerick 1995) bereits lange bekannte Tatsache. Da-
bei wurde für Prokathepsin L ein ähnlicher KM-Wert, aber ein im Vergleich zum reifen Enzym 
um etwa eine Größenordnung niedrigerer kcat-Wert gefunden (Mason et al. 1987). Da die Ka-
thepsine ihre physiologische Funktion, beispielsweise in den Lysosomen, nach limitierter Pro-
teolyse in der reifen, aktiven Form erfüllen und die Proenzymaktivität im Vergleich zum rei-
fen Enzym äußerst gering ist, wurde eine enzymologische Charakterisierung von Proenzymen 
vor allem im Zusammenhang mit pathophysiologischen Vorgängen publiziert (Mason  et al.  
1987, Ishidoh  et al. 1995). Es muss davon ausgegangen werden, dass es innerhalb der Cy-
steinproteasen viele proteolytisch aktive Proenzyme gibt, die diesbezüglich noch nicht syste-
matisch charakterisiert wurden. 
Beim Versuch der KM-Wert-Bestimmung für das Prokathepsin F wurde eine deutliche Sub-
strathemmung offensichtlich, die eine exakte Berechnung dieses Wertes verhinderte. Die Sub-
strathemmung ist typisch für den Umsatz von synthetischen, kurzen Substraten durch Hydro-
lasen (Stoka et al. 1998, Vasiljeva et al. 2003) und wurde für das Kathepsin K in der eigenen 
Arbeitsgruppe schon systematisch untersucht (Kleint 2005). Verursacht wird diese Hemmung 
durch Einlagerung von mindestens zwei statt einem Substratmolekül in das aktive Zentrum 
des Enzyms. Das ist allerdings nur bei kurzen Peptidsubstraten möglich, und zwar dann, wenn 
sie in hoher Konzentration eingesetzt werden (siehe Schema 2). Bei den physiologischen Pro-
teinsubstraten  ist  eine  Substrathemmung aufgrund der  Größe  und der  begrenzten molaren 
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Konzentration recht  unwahrscheinlich.  Die für  die  enzymkinetischen Untersuchungen ver-
wendeten Peptidsubstrate Z-Phe-Arg-AMC und Z-Leu-Arg-AMC erfüllen durch ihre geringe 
Größe die Voraussetzungen für eine Substrathemmung. Sie ist folglich als Laborphänomen 
aufzufassen und hat  in vivo  keine Bedeutung. Durch Begrenzung der Substratkonzentration 
und/oder Zusatz organischer Lösungsmittel  (z.B. DMSO, Azetonitril),  welche die Affinität 
zwischen Enzym und Substrat vermindern, kann dieser störende Effekt vermeiden werden, 
wie  es  in  der  eigenen  Arbeitsgruppe  für  das  Kathepsin K gezeigt  werden  konnte  (Kleint 
2005). 
Schema 2: Modell zum Mechanismus der Substrathemmung
Im Substrat sind zwei funktionelle Gruppen (grünes Quadrat und blaue Raute) vorhanden, die beide 
mit  dem aktiven Zentrum des Enzyms interagieren müssen, damit es zur Produktbildung kommen 
kann (ES 1).  Ein Komplex aus Enzym und zwei Substratmolekülen,  der nicht zur Produktbildung 
führt, ist  darunter zu sehen (ES 2).
KM-Wert-Bestimmungen für Prokathepsin F sind bisher nicht publiziert worden, so dass ein 
direkter Vergleich des von mir geschätzten Wertes von etwa 20 – 50 µM mit Literaturdaten 
nicht möglich ist. Wie aus der folgenden Aufstellung der Ergebnisse (Tab. 9) enzymkineti-
scher Untersuchungen zu entnehmen ist, schwanken die KM-Angaben für das reife Kathep-
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sin F um fast zwei Größenordnungen und schließen den von mir bestimmten Wert für das Pro-
enzym mit ein. 
Tab. 9: Literaturdaten zum Vergleich der Prokathepsin-F-Charakterisierung
Literaturstelle Fonovič et al. 2004 Ho et al. 2002 Wang et al. 1998
Expressionssystem Sf9-Insektenzellen 
(Baculovirus)
Pichia pastoris Pichia pastoris
Sequenzlänge (AS) 170 - 484 147- 484 183 - 484
Reinigung mittels Kationenaustauschersäule
Prozessierung mit Pepsin
KM 17 µM 17 - 43 µM (je nach 
Glykolysierungsgrad)
0,44 µM
kcat 1,8 s-1 1,5 - 2,9 s-1 (je nach 
Glykosylierungsgrad)
2,5 s-1
Der von uns nach der gleichen Methodik ermittelte kcat-Wert für Prokathepsin F liegt etwa 
4 Größenordnungen unter dem in der Literatur für prozessiertes Kathepsin F aus Hefe- oder 
Insektenzellexpressionen angegebenen Wert (siehe Ergebnisteil 7.3.3). Das liegt in der Grö-
ßenordnung der Aktivitätsunterschiede zwischen anderen reifen Kathepsinen und ihren Proen-
zymen (Kramer et al. 2007). Die mittels E64 titrierbare Prokathepsin-F-Konzentration ist mit 
2,225 µM vergleichsweise hoch und die Binding an den spezifischen Inhibitor könnte als Zei-
chen einer erfolgreichen Renaturierung interpretiert werden. Denkbar ist aber auch, dass E64, 
wie die Substrate Z-Phe-Arg-AMC und Z-Leu-Arg-AMC, den Übergang von einer nur parti-
ell gefalteten Molten-globule-Konformation des Proenzyms zur nativen Konformation indu-
ziert und in meiner Präparation tatsächlich am Ende des Renaturierungsschrittes nur sehr we-
nig natives Proenzym vorhanden war. Diese Vermutung wird dadurch gestützt, dass durch die 
Pepsin-Behandlung Prokathepsin F rasch und nahezu vollständig zerstört wurde. Das ist ty-
pisch für partiell gefaltete oder denaturierte Proteine und kann sogar als Prüfkriterium einer 
erfolgreichen Renaturierung genutzt werden (Fontana et al. 2004). Aber auch diese Interpreta-
tion ist nicht völlig sicher, denn Ho et al. 2002 haben gezeigt, dass auch das native Prokathep-
sin F durch Pepsin rasch zerstört wird. 
Insgesamt ist die Datenlage zur Herstellung von Kathepsin F in der Literatur immer noch 
sehr widersprüchlich.  Das einzig einheitliche Ergebnis,  mehr als 10 Jahre nach der Entde-
ckung dieser Protease, ist das Scheitern aller Versuche, die vollständige Sequenz des Proen-
zyms rekombinant zu exprimieren. Die Expression verkürzter Varianten gelang einigen Auto-
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ren (Wang et al. 1999, Santamaría et al. 1999, Somoza et al. 2002, Fonovič et al. 2004) und 
auch mir, aber die Ergebnisse zur nachfolgenden enzymologischen Charakterisierung sind ex-
trem widersprüchlich. Meine Ergebnisse stimmen bezüglich der Pepsinprozessierung mit de-
nen von Ho et al. 2002 (über 50 % Verluste durch Proteolyse des reifen Enzyms) und bezüg-
lich Autoprozessierung mit denen von Fonovič et al. 2004 sowie Wang et al. 1998 (Autopro-
zessierung ist nicht möglich) überein. Auch die Tatsache, dass trotz zunehmender Hinweise 
auf interessante physiologische und pathophysiologische Funktionen des Kathepsin F (Santa-
maría et al. 1999, Wex et al. 1999, Lindstedt et al. 2003, Tang et al. 2005, Vazquez-Ortiz et  
al. 2005,  Kaakinen  et al.  2007) auf dem internationalen Markt zwar zahlreiche Antikörper, 
aber keine Enzympräparate angeboten werden, spricht für erhebliche Schwierigkeiten bei der 
Herstellung des Kathepsin F. Letztlich ist auch mir die Herstellung von Kathepsin F in präpa-
rativen Mengen nicht gelungen. Da das selbst produzierte Kathepsin F zur Charakterisierung 
des erfolgreich hergestellten Propeptides vorgesehen war, wurde selbstverständlich auch über 
Alternativen zur Eigenproduktion nachgedacht. Es wurde bereits erwähnt, dass das Enzym 
kommerziell nicht erhältlich ist. Auch bei den Arbeitsgruppen, welche die Herstellung von 
Kathepsin F bisher beschrieben haben, wurde nach Resten gefragt – ebenfalls ohne Erfolg.
Herstellung und teilweise Charakterisierung des verkürzten Kathepsin-F-Propeptides 
Während die Enzymdomänen innerhalb der Papainfamilie trotz der relativ geringen Überein-
stimmung in der Primärstruktur strukturell sehr ähnlich sind (Coulombe et al. 1996, LaLonde 
et al. 1999, Kaulmann et al. 2006), sind die Unterschiede zwischen deren Propeptiden größer 
(siehe Tab. 10) und ihre Strukturunterschiede bilden sogar die Grundlage für die Einordnung 
der Kathepsine in Unterfamilien (Karrer et al.  1993, Kirschke et al.  1995, Wex et al. 1999). 
Wie bereits in der Einleitung ausführlich erläutert, gehören Kathepsin F und W der selben Un-
terfamilie an, sind (bezüglich der vollständigen Sequenz) zu 54,4 % homolog (Wang  et al. 
1998) und enthalten beide das ERFNAQ-Motiv in ihren Propeptiden (siehe auch Abschnitt 
4.1, Wex et al. 1999). Hemmversuche sowohl mit dem Mutterenzym als auch mit nahen und 
fernen Verwandten gehören zur üblichen Charakterisierung von inhibitorischen  Propeptiden. 
So erhält man Aussagen zur Selektivität der Wirkung und Einblicke in Struktur-Funktions-Zu-
sammenhänge (siehe auch Einleitung 4.1). Am Anfang solcher Untersuchungen steht die Mes-
sung der Wechselwirkung zwischen dem Propeptid und seinem Mutterenzym. Sie sind der 
Bezugswert zur Einordnung der Daten mit den verwandten Enzymen. Dazu kann ich aber we-
gen der geringen Ausbeute und der Instabilität des reifen Kathepsin F keine Aussagen treffen. 
Es wurde zwar eine Versuchsreihe mit Prokathepsin F unter den in der Legende zu Abb. 22 
Diskussion                                                                                                                                  66  
aufgeführten  Bedingungen  durchgeführt,  aber  im  untersuchten  Konzentrationsbereich  war 
keine eindeutige Hemmwirkung zu sehen. Das Ergebnis ist nicht verwunderlich, denn die in-
hibitorischen Wirkung wird in trans-Experimenten untersucht, d.h. das Propeptid wird in frei-
er Form zugesetzt, ist also nicht kovalent mit dem Enzym verbunden. Da bei meiner Präpara-
tionen zum weit überwiegenden Teil die Proregion noch im  cis-Zustand, also kovalent mit 
dem Enzym verbunden war,  ist durch Zusatz des Propeptides auch kaum eine Steigerung der 
Inhibition zu erwarten gewesen. 
Demgegenüber konnte ich in  trans-Experimenten die Wirkung des kurzen Kathepsin F-
Propeptides auf die Kathepsine H, S und L testen. Auch diese Auswahl ist nicht optimal, denn 
es fehlt das Kathepsin W, der zweite Vertreter  der Unterfamilie der Kathepsin-F-ähnlichen 
Cysteinproteasen und damit der nächste Verwandte des Kathepsin F. Kathepsin W stand aber 
deshalb nicht zur Verfügung, weil bisher weder die gentechnische Herstellung noch die Gewe-
beextraktion gelang; außerdem ist  bisher noch gar keine Aktivität  bekannt (Bühling  et al. 
2000). Das Kathepsin-F-Propeptid hemmt von den genannten Enzymen nur das Kathepsin L 
mit einem Ki von ca. 100 nM (121 nM für ungereinigtes bzw. 82,5 nM für gereinigtes Propep-
tid, vergl. Abb. 22). Dieses Ergebnis scheint plausibel, denn von den untersuchten Enzymen 
ist Kathepsin L der nächste Verwandte des Kathepsin F. Das geht aus Tab. 10 hervor, in der 
die Ergebnisse von Vergleichen der Aminosäuresequenzen des Kathepsin F mit fünf Kathepsi-
nen aus allen Unterfamilien der Papain – Superfamilie dargestellt sind. (Beim Vergleich zwi-
schen den Proregionen wurde die kurze Version der Proregion des Kathepsin F zugrunde ge-
legt.) Die Homologie beträgt 46,5 % zwischen den Proregionen und 62,6 % zwischen den En-
zymdomänen. 
Um die Verwandtschaft  optisch noch deutlicher hervorzuheben, wurde auch ein graphi-
sches Alignment der Kathepsine durchgeführt. Das Ergebnis zeigt Abb. 24.
Tab. 10: Alignment der Aminosäuresequenzen mittels ClustalW2
Identität (Homologie) zum Kathepsin F in %
Kathepsin W Kathepsin L Kathepsin S Kathepsin H Kathepsin B
Enzymdomäne 41,1 (67,3) 43,5 (62,6) 36,4 (57) 40,2 (62,2) 25,7 (52,8)
Proregion 36,6 (55,4) 20,8 (46,5) 16,8 (40,6) 22,8 (39,6) 10,9 (26,7)
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Abb. 24: Alignment der Aminosäurensequenzen der humanen Kathepsine F
(hCTSF), W (hCTSW), L (hCTSL), S (hCTSS), H (hCTSH) und B (hCTSB) 
Die Berechnung erfolgte mit Hilfe der Programme ClustalW2 und Jalview; die Sequenzen wurden der 
Swiss-Prot Datenbank entnommen. Dunkelblau sind die selben Aminosäuren gefärbt, hellblau ähnli-
che Aminosäuren (nach der Blosum62-Auswertung in Jalview). Die Nummerierung bezieht sich auf 
die Aminosäurepositionen des Prä-Prokathepsin F. Der vertikale Strich (zwischen den beiden Leucinen 
an der Stelle 169) bezeichnet den Beginn der „klassischen Proregion“, die Cystatin-ähnliche Domäne 
blieb beim Alignment unberücksichtigt. 
Zur Inhibition Kathepsin-L-ähnlicher Endopeptidasen durch Propeptide aus der Unterfamilie 
der Kathepsin-W-ähnlichen Endopeptidasen gibt es bereits eine Untersuchung mit dem Pro-
peptid vom Kathepsin W. Es ist der nächste Verwandte des von mir hergestellten Teilabschnit-
tes des Kathepsin-F-Propeptides (Homologie 55,4 %, siehe Tab. 9). Auch dieses Propeptid 
hatte den stärksten Hemmeffekt auf die Aktivität des Kathepsin L und wurde von diesem nicht 
abgebaut. Die Abb. 25 vergleicht in einer logarithmischen Darstellung die in dieser Studie aus 
der eigenen Arbeitsgruppe ermittelten Ki-Werte (Kreusch 2005).
Abb. 25: Ki-Werte des Kathepsin-
W-Propeptides gegenüber den Ka-
thepsinen L, K, S und H
Die  Abbildung  stammt  aus  einem 
Vortrag  von  A.  Kreusch,  der   im 
Rahmen der 22rd Winter School on 
"Proteinases  and  Their  Inhibitors-
Recent Developments" in Tiers/Süd-
tirol  2005  gehalten  wurde.  Der  Ki-
Wert gegenüber Kathepsin L beträgt 
32 nM. Alle Werte wurden bei einem 
pH von 6.5 ermittelt. 
In der eigenen Arbeitsgruppe wurde weiterhin gezeigt, dass Kathepsin L auch durch die Pro-
peptide der Kathepsine L, K, S und H gehemmt wird (Benedix 2007, Schilling et al. 2009). In 
Tabelle 11 sind die dabei gemessenen Ki-Werte zum Vergleich angegeben.
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Tab. 11: Vergleich der Hemmwirkung einiger Propeptide gegenüber Kathepsin L
Propeptid vom Ki  [nM] 
Kathepsin L 0.018 ± 0.005a
Kathepsin K 0.176 ± 0.008a
Kathepsin S 5.290 ± 0.140a
Kathepsin H 3.59 ± 0,201b
Kathepsin F 102 ±27c
a Schilling et al. 2009
b Benedix 2007
c diese Arbeit
Alle Ki-Werte liegen im nM-Bereich, das bedeutet, dass alle Propeptide wirksame Inhibitoren 
sind. Ersichtlich ist die im Vergleich mit den Propeptiden der Kathepsin-L-ähnlichen Cystein-
proteasen (Kathepsine L, K, S und H) erwartungsgemäß schlechtere Hemmwirkung des Ka-
thepsin-F-Propeptides. Betrachtet man die Aktivität des Kathpesin L gegenüber Peptidsubstra-
ten,  so muss  Kathepsin L als  aktivste  Cysteinprotease bezeichnet  werden (Kirschke  et  al. 
1995). Es ist offensichtlich, dass Kathepsin L dafür ein hochflexibles aktives Zentrum besit-
zen muss. Dieses aktive Zentrum kann sich sowohl verschiedenen Substraten anpassen, je-
doch kann es auch von strukturell verschiedenen Propeptiden wirksam gehemmt werden.
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9.  SCHLUSSFOLGERUNGEN
1. Prokathepsin F weist drei klar abgrenzbare Funktionsabschnitte auf: die Enzymdomä-
ne,  einen  Anteil,  der  wie  die  Proregionen  Kathepsin-L-ähnlicher  Cysteinproteasen 
(„klassische Proregion“) aufgebaut  ist,  und die  Cystatin-ähnliche Domäne.  Die En-
zymdomäne ist schon sehr gut strukturell und enzymologisch untersucht; von den bei-
den anderen Domänen ist nur die Primärstruktur bekannt. Kathepsin F ist mit seiner 
251 Aminosäuren langen Proregion einzigartig innerhalb der Familie der Cysteinpro-
teasen, weil es mit der Cystatin-ähnlichen Domäne eine zur herkömmlichen Proregion 
zusätzliche, potentiell inhibitorische Domäne enthält.
2. Mir gelang die gentechnische Herstellung der „klassischen Proregion“ durch heterolo-
ge Expression in E. coli. Inhibitionsstudien zur funktionellen Charakterisierung dieser 
Domäne wurden begonnen. Diese sind noch unvollständig, da speziell die in diesem 
Zusammenhang interessantesten Zielenzyme, die Kathepsine F und W, nicht zur Ver-
fügung standen. Der Nachweis der Hemmwirkung der „klassischen Proregion“ gegen-
über Kathepsin L ist ein Beweis für die biologische Wirksamkeit meines Expressions-
produktes und lässt vermuten, dass diese Domäne auch das aktive Zentrum des Proka-
thepsin F blockiert. 
3. Die geplanten Untersuchungen zur Funktion der Cystatin-ähnlichen Domäne ließen 
sich nicht realisieren, da die entsprechenden DNA-Konstrukte in  E. coli nicht expri-
miert wurden. Ein Codon-Usage-Problem, das sich aus der Basensequenz dieser Do-
mäne vorhersagen lässt,  konnte durch Probeexpressionen im  E. coli-Rosetta-Stamm 
als alleinige Ursache ausgeschlossen werden. Der Grund für das Misslingen der Versu-
che  von  insgesamt  4 Arbeitsgruppen  zur  heterologen  Expression  der  vollständigen 
Prokathepsin-F-Sequenz in ganz unterschiedlichen Expressionssystemen bleibt damit 
weiter unklar. 
4. Das  um die  Cystatin-ähnliche  Domäne  verkürzte  Prokathepsin F  ließ  sich  zwar  in 
E. coli exprimieren und präzipitierte in Einschlusskörperchen, aber die Renaturierung 
in vitro brachte nur eine minimale Ausbeute an korrekt gefaltetem Proenzym. Da ins-
besondere dieses Problem mit erheblichem experimentellen Aufwand unter Berück-
sichtigung eigener und fremder Erfahrungen im Umgang mit schwer renaturierbaren 
Proteinen angegangen wurde, kann man vermuten, dass die Ursache gemäß Anfinsens 
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Theorie im Fehlen der Cystatin-ähnlichen Domäne zu suchen ist. Das wäre zumindest 
ein erster Hinweis auf eine mögliche Funktion dieses Molekülabschnittes bei der Bio-
synthese des Prokathepsin F.
5. Zwei Befunde sprechen dafür, dass das Prokathepsin F unter den optimierten Renatu-
rierungsbedingungen eine Molten–Globule-Struktur annimmt: (i) Pepsin zerstört nicht 
nur die Proregion, wie bei allen anderen bisher untersuchten Kathepsinen (heterokata-
lytische Prozessierung), sondern auch die Enzymdomäne und (ii) der Zusatz der unter 
Punkt 6 näher bezeichneten Peptidsubstrate führt zu einer langsamen Steigerung der 
katalytischen Wirksamkeit. Die letztgenannte Beobachtung wurde zwar schon bei an-
deren Enzymen beschrieben, für Kathepsine ist sie jedoch neu. Zusatz preiswerter Di- 
oder Tripeptide zum Renaturierungsmedium könnte also unter gewissen Bedingungen 
zur Optimierung der bakteriellen Herstellungsverfahren von Proteasen dienen. 
6. Das um die Cystatin-ähnliche Domäne verkürzte Prokathepsin F zeigt eine geringe en-
zymatische Wirksamkeit gegenüber den Peptidsubstraten, die für das reife Kathepsin F 
als optimal identifiziert wurden. Das ist nicht verwunderlich, da ähnliche Beobachtun-
gen auch für andere Kathepsine publiziert  wurden. Diese minimale Aktivität reicht 
aber offensichtlich nicht aus, um eine autokatalytische Aktivierung des Zymogens zu 
initiieren.
7. Die biologische Wirksamkeit und die Bedeutung von Kathepsin F für Säugerorganis-
men könnte neben den bereits durchgeführten knock-out-Maus-Versuchen mit Hilfe 
von antisense-RNA überprüft werden. 
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